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Mikroorganismen haben eine sehr lange Tradition in der Lebensmittelherstellung. Mit ihnen werden 
Käse, alkoholische Getränke wie Bier, Wein oder Sake und auch Essig oder Sauerkraut hergestellt. In 
der Biotechnologie werden sie dazu eingesetzt, Produkte wie Zitronensäure, Antibiotika, Enzyme, 
Aminosäuren und vieles mehr herzustellen. In der weißen Biotechnologie ist das fortwährende Ziel, 
Mikroorganismen für eine höhere Produktion von Primär- und Sekundärmetaboliten zu optimieren. 
In der vorliegenden Arbeit wurde die Produktionssteigerung von Primär- und Sekundärmetaboliten 
durch Nutzung intrazellulärer Strukturen erforscht. In einer eukaryotischen Zelle sind einige 
Strukturen wie Organellen, das Zytoskelett oder die Zellmembran vorhanden, an die Enzyme eines 
Biosyntheseweges gekoppelt werden können. Durch die Verlagerung von Enzymen sollte der 
Substratfluss verringert und somit die Produktion gesteigert werden. Die Untersuchungen wurden an 
Aspergillus nidulans vorgenommen, einem filamentös wachsendenden Askomyzeten und  gut 
untersuchten Modellorganismus. A. nidulans ist außerdem in der Lage Riboflavin und Penicillin zu 
synthetisieren.  
Nur drei Enzyme werden benötigt, um Penicillin aus den drei Aminosäuren L -α-Aminoadipinsäure, L-
Cystein und L-Valin zu bilden. Die ersten beiden Schritte der Synthese, die durch AcvA und IpnA 
katalysiert werden, laufen im Zytoplasma ab, wohingegen der letzte Schritt der Penicillin-Synthese 
der AatA katalysiert wird in den Peroxisomen abläuft. Daher war der erste Ansatz dieser Arbeit alle 
Enzyme der Penicillin-Biosynthese in den Peroxisomen zu vereinen. Es wurde demnach überprüft, ob 
eine peroxisomale Lage von AcvA und IpnA (oder beide) eine Erhöhung des Penicillin-Titers 
ermöglichte. Die Verlagerung von AcvA führte zu einer 3,2-fachen Steigerung der Penicillin-
Produktion verglichen zum Wildtyp, wohingegen die Verlagerung von IpnA zu einem kompletten 
Verlust der Produktion führte. Durch eine Überexpression der Gene acvA, ipnA und aatA konnte die 
1,4-, 2,8- und 3,1-fache Penicillin-Produktion erreicht werden. Durch Kombinationen der 
überexprimierten Gene konnten bis zu 6-mal mehr Penicillin produziert werden. Durch eine 
Kombination aus peroxisomaler Lage und gleichzeitiger Überexpression von AcvA konnte 5-mal mehr 
Penicillin detektiert werden und durch eine Verdopplung der Peroxisomenanzahl 2,3-mal mehr.  
Für die Riboflavin-Biosynthese werden in A. nidulans sechs Enzyme benötigt: Rib1, Rib2, Rib3, Rib4, 
Rib5 und Rib7. Diese Enzyme synthetisieren Riboflavin im Zytoplasma ausgehend von zwei Molekülen 
Ribulose-5-phosphat und einem Molekül GTP. Das zweite Ziel dieser Arbeit war eine 
Produktionssteigerung von Riboflavin durch Nutzung der Zytoplasmamembran als biotechnologische 
Oberfläche. Dazu sollten die Enzyme der Riboflavin-Biosynthese aus dem Zytoplasma in der 





membranständig ist, erzielte bei den Enzymen Rib3, Rib4 und Rib5 eine Verankerung in der 
Membran. Durch die Überexpression der Gene rib3, rib4 und rib5 und Kombinationen daraus 
konnten bis zu 1,78-mal mehr Riboflavin, FMN und FAD im Vergleich zum Wildtyp und bis 1,96-mal 
mehr im Vergleich zu nicht-induzierenden Bedingungen erzielt werden. Durch einzelne 
Membranverankerungen der Enzyme Rib3, Rib4 und Rib5 oder Kombinationen daraus konnte die 
Produktion im Vergleich zum Wildtyp um das 2-fache gesteigert werden.  
In der vorliegenden Arbeit wurde gezeigt, dass die Penicillin- und Riboflavin-Biosynthese durch viele 
Ansätze optimiert werden können. Die Veränderung der Lage von Enzymen oder die Verankerung 
von Enzymen in der Zytoplasmamembran sind zwei davon. Zusammenfassend kann gesagt werden, 
dass zellinterne Strukturen zur Umgehung von Engpässen und zu einer Steigerung der Produktion 




















Die Biotechnologie gliedert sich in drei große Gruppen. Die rote Biotechnologie umfasst 
medizinische, die grüne Biotechnologie landwirtschaftliche und die weiße Biotechnologie industrielle 
Aspekte. Das Ziel der weißen Biotechnologie ist die Kombination klassischer und moderner 
Verfahren, in denen biologische Systeme oder Komponenten davon für die Produktion von Stoffen 
genutzt werden. Die Vorteile biotechnologischer Verfahren im Gegensatz zu vergleichbaren 
chemischen Verfahren sind meist eine erhöhte Produktivität, verbesserte Qualität und die 
Einsparung fossiler Rohstoffe. In der mikrobiellen Biotechnologie werden Bakterien und Pilze 
gleichermaßen eingesetzt. Pilze werden dabei unter anderem zur Produktion von Nahrungsmitteln, 
Futtermitteln oder Stoffwechselprodukten wie Antibiotika, Enzymen oder Steroiden eingesetzt. Vor 
allem die weiße (mit Mikroorganismen arbeitende) Biotechnologie hat sich zu einem der 
bedeutendsten Industriezweige des 21. Jahrhunderts entwickelt. 
Stoffwechsel von Pilzen 
Der Stoffwechsel umfasst alle Reaktionen eines Organismus. Dabei kann zwischen primärem und 
sekundärem Metabolismus unterschieden werden. Der Primärmetabolismus sichert das Überleben 
und das Wachstum, wohingegen der Sekundärmetabolismus nicht für das Überleben notwendig ist. 
Trotzdem können Primär- und Sekundärstoffwechsel nicht komplett getrennt voneinander 
betrachtet werden, da häufig Produkte des Primärstoffwechsels als Ausgangsprodukte für den 
Sekundärstoffwechsel dienen (Abbildung 1). 
 
Abbildung 1: Verbindung zwischen dem Primär-und dem Sekundärstoffwechsel. Einige Produkte des Primärmetabolismus 
dienen als Ausgangsstoffe für den Sekundärmetabolismus.  
 




Der Primärmetabolismus umfasst unter anderem den Abbau komplexer Moleküle (Proteine, 
Kohlenhydrate und Fette) für die Bereitstellung von Nährstoffen und notwendigen Einheiten zum 
Aufbau der Zellmasse. Die Prozesse zum Abbau dieser unterschiedlichen Komponenten finden an 
verschiedenen Orten innerhalb der Zelle statt, sodass auch Transportprozesse eine wichtige Rolle 
spielen (Kück U., 2009). Die Glykolyse kann nur Einfachzucker verwerten. Pilze sind aufgrund ihrer 
vielfältigen Enzyme in der Lage eine Vielzahl unterschiedlicher Kohlenhydrate (beispielsweise 
Zellulose, Lignin oder Stärke) in ihre Zucker-Einheiten zu spalten. Durch diese Fähigkeit ist es Pilzen 
möglich auf sehr vielen verschiedenen Substraten zu wachsen. Die Glykolyse, die vor allem im 
Zytoplasma aber auch in den Peroxisomen abläuft (Freitag et al., 2012), umfasst zehn Schritte. Sie 
kann grob in zwei Phasen aufgeteilt werden. Aus Glukose entsteht so ATP, der häufigste 
Energieträger einer Zelle, Pyruvat und Reduktionsäquivalente, die in späteren Prozessen ebenfalls zur 
Energiegewinnung genutzt werden können. Das Pyruvat wird in die Mitochondrien transportiert und 
dort für den Eintritt in den Citrat-Zyklus vorbereitet. Dieser hat die Aufgabe das Pyruvat, das zuvor zu 
Acetyl-Koenzym A umgebaut wird, durch Abspaltung von CO2 weiter zu verstoffwechseln und 
zusätzliche Energie in Form von ATP, GTP und Reaktionsäquivalenten zu generieren. Zudem sind 
noch viele andere Prozesse wie beispielsweise der Glyoxylat-Zyklus, der in spezialisierten 
Peroxisomen (Glyoxysomen) abläuft,  für das Überleben einer Zelle notwendig. An diesen Vorgängen 
sind viele Enzyme aus Pilzen beteiligt, die auch in der Industrie von Bedeutung sind. Meist handelt es 
sich dabei um Enzyme, die von den Pilzen sekretiert werden um in dem umliegenden Medium 
komplexe Moleküle abzubauen. Die in Tabelle 1 aufgeführten Enzyme werden in den 
verschiedensten Bereichen angewandt, wie etwa in der Lebensmittel-, Textil-, Papier- und 
Waschmittelindustrie (Kück U., 2009; Meyer, 2008). 
Tabelle 1: Beispiele biotechnologisch relevanter Enzyme aus Pilzen. (Meyer, 2008; Olempska-Beer et al., 2006; Polizeli et 
al., 2005).  
Enzym Organismus 
 α-Amylase Aspergillus niger, Aspergillus oryzae 
 Chymosin Aspergillus niger 
 Zellulase Trichoderma viride, Trichoderma reesei 
 Zellobiohydrolase Trichoderma viride, Trichoderma reesei 
 Glukoamylase Aspergillus phoenicis, Rhizopus delemar 
 Glukoseoxidase Aspergillus niger, Aspergillus oryzae 
 Laccasen Trametes versicolor 
 Lipasen Aspergillus niger, Aspergillus oryzae 
 Pektinlyase Trichoderma reesei 
 Proteasen Aspergillus niger, Aspergillus oryzae, Rhizopus delemar 
 Phytase Aspergillus niger, Aspergillus oryzae 
 Rennin Mucor miehei 
 Xylanasen Trichoderma reesei, Trichoderma konignii, Aspergillus niger 
 




Im Gegensatz zum Primärmetabolismus, der bei allen Pilzarten in etwa gleich abläuft und dessen 
Produkte für das Überleben essentiell sind, ist der Sekundärmetabolismus bei fast allen Pilzarten 
unterschiedlich. Ein für jede Art spezifischer Enzymmix ist verantwortlich für eine Vielzahl 
unterschiedlicher Endprodukte, welche als Sekundärmetabolite bezeichnet werden. Ihre Biosynthese 
ist immer die Folge eines nicht essentiellen Stoffwechsels. Dabei spielen eine Reihe von Faktoren wie 
zum Beispiel die Substratzusammensetzung, die Zusammensetzung der Atmosphäre, die Temperatur 
und der pH-Wert eine wichtige Rolle. Außerdem korreliert die Bildung dieser Stoffe oft mit 
bestimmten Stadien der morphologischen Differenzierung und der Wachstumsphase (Keller et al., 
2005; Kück U., 2009). 
Sekundärmetabolite besitzen gewöhnlich ein geringes Molekulargewicht, weisen eine hohe 
chemische Vielfalt und Komplexität auf und sind charakteristisch für den produzierenden Stamm, die 
Art oder die Gattung. Produkte des Sekundärmetabolismus in Pilzen sind beispielsweise Mykotoxine 
wie Aflatoxin, oder auch Pharmazeutika wie zum Beispiel Penicillin. Viele Sekundärmetabolite sind 
aufgrund ihrer vielfältigen Wirkungen für den Menschen von großem Interesse. Als herausragendes 
Beispiel können hier die Antibiotika genannt werden, deren bakterizide Wirkung dem 
produzierenden Organismus im Kampf um verfügbare Ressourcen dient. Allerdings ist der biologische 
Zweck für den produzierenden Pilz nicht immer wie am Beispiel der Antibiotika eindeutig ersichtlich 
und die natürlichen Produktionsbedingungen sind oftmals unbekannt. Zudem besteht die Theorie, 
dass sekundäre Stoffwechselprodukte als Botenstoffe zur Steuerung biologischer Prozesse intra- und 
interspezifisch dienen können (Brakhage, 2013). 
Die Entdeckung von Penicillin im Jahre 1928 (Fleming, 1929) trug maßgeblich zum Start 
umfangreicher Programme pharmazeutischer Unternehmen bei, welche die Entdeckung neuer 
Sekundärmetabolite zum Ziel hatten. Dies hatte zur Folge, dass in den Jahren zwischen 1993 und 
2001 etwa 1500 neue Sekundärmetabolite aus Pilzen isoliert wurden. Diese wiesen zum Teil 
antibakterielle, antivirale oder zytostatische (Tumor-suppressive) Aktivitäten auf. Die Einteilung der 
sekundären Stoffwechselprodukte der Pilze erfolgt vor allem unter dem Aspekt, welche 
Vorläufermoleküle des Primärmetabolismus zum Einsatz kommen und welche Enzyme des 
Sekundärstoffwechsels an der Biosynthese beteiligt sind. Es werden vier chemische Gruppen 
unterschieden, die Polyketide und Fettsäurederivate, die nicht-ribosomalen Peptide, die Isoprenoide 
und die Alkaloide (Abbildung 1) (Andersen et al., 2013). 
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Pilze in der Biotechnologie 
Pilze sind ubiquitär verbreitet und haben sich im Laufe ihrer Entwicklung an diverse Lebensräume 
angepasst. Im Zuge dessen fand eine Anpassung durch die Entwicklung unterschiedlicher 
Stoffwechselwege für die verschiedensten Aufgaben statt. Zudem besitzen sie die Fähigkeit auf 
einfachen und damit sehr günstigen Substraten zu wachsen. Diese und weitere Eigenschaften nutzt 
die moderne Biotechnologie um die steigende Nachfrage an Primär-und Sekundärmetaboliten zu 
decken. Die Fülle reicht hier von einfachen organischen Säuren bis hin zu komplexen sekundären 
Metaboliten  (Tabelle 2). 
Tabelle 2: Ausgewählte Primär-und Sekundärmetabolite, die in Pilzen biotechnologisch hergestellt werden. 
Zusammengefasst aus folgenden Reviews und Veröffentlichungen: (Adrio & Demain, 2003; Archer, 2000; Bennett, 1998; 
Leathers, 2003; Linder et al., 2005; Willke & Vorlop, 2001). 
Metabolit Organismus 
 Zitronensäure Aspergillus niger 
 Itaconsäure Aspergillus terreus 
 Kojisäure Aspergillus oryzae 
Skleroglukan Sclerotium rolfsii 
 Pullulan Aureobasidium pullulans 
Riboflavin Ashbya gossypii 
Zephalosporin Acremonium chrysogenum 
 Zyklosporin Tolypocladium nivenum 
 Mutterkornalkaloide Claviceps purpurea 
 Griseofulvin Penicillium griseofulvum 
 Lovastatin Monascus rubber, Aspergillus terreus 
 Penicillin Penicillium chrysogenum 
 Taxol Taxomyces andrenae 
 Zeranol Fusarium graminearum 
 Panthothensäure Fusarium oxysporum 
 Hydrophobin Trichoderma reesei 
 Biomasse Agaricus bisporus 
 
Die Eigenschaft von filamentösen Pilzen eine hohe Anzahl an Proteinen herzustellen und ins 
umliegende Medium zu sezernieren, macht sie besonders attraktiv zur Herstellung endogener und 
heterologer Proteine. Endogene und rekombinante Enzyme werden beispielsweise mit den 
Gattungen Aspergillus, Trichoderma, oder Penicillium produziert (Kolasa et al., 2014; Ottenheim et 
al., 2014; Rawat et al., 2015) (Tabelle 1). Zusätzlich zu Enzymen produzieren filamentöse Pilze ein 
breites Spektrum an Sekundärmetaboliten. Einige davon sind für den Menschen von besonderer 
Bedeutung und werden daher biotechnologisch produziert. Nennenswert sind vor allem Penicillin 
(Antibiotikum), Zyklosporin A (Immunsupressiva), Lovastatin (Mittel zur Behandlung eines hohen 
Cholesterinspiegels), Taxol (wird im Kampf gegen Krebs eingesetzt) und Griseofulvin (ein Fungizid) 
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(Meyer, 2008) (Tabelle 2). Zudem werden Pilze zur Herstellung von Exopolysacchariden wie Pullulan 
(Leathers, 2003) oder Hydrophobinen (Degenkolb et al., 2008; Morris & Sunde, 2013) genutzt. 
Obwohl dieser Aufzählung noch einige Komponenten hinzugefügt werden können, lässt sich 
erkennen, dass filamentöse Pilze durch die hohe Vielfalt an produzierten Metaboliten für die 
Biotechnologie von herausragender Bedeutung sind.  
 
Aspergillus nidulans - ein Modellorganismus 
Zur Erstellung dieser Arbeit wurde A. nidulans verwendet. A. nidulans ist ein filamentös wachsender 
und ubiquitär vorkommender Askomyzet. Seine Lebensweise und Eigenschaften qualifizieren ihn für 
die Beantwortung einer Reihe wissenschaftlicher Fragestellungen. Dieses sehr wertvolle 
Modellsystem ist sehr gut zugänglich, was bedeutet, dass viele molekularbiologische Methoden 
bereits etabliert sind und ein großes Potential für die klassische Genetik vorhanden ist (Todd et al., 
2007).  A. nidulans ist in der Lage eine große Anzahl an Sekundärmetaboliten zu bilden. Viele 
Sekundärmetabolite sind bei Pilzen in sogenannten Genclustern angeordnet. Das bedeutet, dass die 
Gene, die sie kodieren, in einem definierten Abschnitt im Genom nebeneinander liegen. Pilze sind, 
soweit bekannt, die einzigen Eukaryoten, die solche Gencluster besitzen. In allen anderen 
erforschten Eukaryoten sind die Gene für Biosynthesewege über das Genom verteilt (Brown et al., 
1996; Hoffmeister & Keller, 2007). Durch die Sequenzierung des Genoms von A. nidulans (Galagan et 
al., 2005) konnten über 40 Biosynthesewege für Sekundärmetabolite gefunden werden. Allerdings 
waren weniger als zehn davon zu diesem Zeitpunkt entdeckt. Durch bioinformatische Analysen des 
Genoms von A. nidulans lässt sich vermuten, dass 27 Polyketidsynthasen, 14 nicht-ribosomale 
Peptidsynthasen, sechs Fettsäuresynthasen und eine Sequiterpenzyklase vorhanden sind (Lo, 2008). 
In dieser Arbeit liegen die Stoffe Riboflavin (Primärstoffwechsel) und Penicillin 
(Sekundärstoffwechsel) im Fokus. Nach der Erforschung und Etablierung neuer Methoden in A. 
nidulans kann ein nächster Schritt die Anwendung in Industriestämmen sein. Aufgrund seiner nahen 
Verwandtschaft zu industriell genutzten Organismen (Abbildung 2), ist dies mit hoher 
Wahrscheinlichkeit möglich. 
 




Abbildung 2: Phylogenetische Beziehungen der nächsten Verwandten von A. nidulans. Alle angeführten Stämme finden in 




Im Zeitalter der klassischen Biotechnologie, die sich Mitte des 20. Jahrhunderts mit der Aufklärung 
von Stoffwechselwegen beschäftigte, wurden Verbesserungen von Produktionsstämmen meist durch 
zufällige Mutationen und anschließende Selektion auf die gewünschte Eigenschaft erzielt. In der 
heutigen Zeit ist es das Ziel von Forschern weltweit Produktionsstämme mit Hilfe gezielter 
Manipulationen auf genetischer Ebene herzustellen. Diese Verfahrensweise wird allgemein als 
"Metabolic Engineering" bezeichnet. Als finales Ziel wird dabei die "gläserne Zelle" angestrebt, in der 
alle Stoffwechselprozesse nach Belieben angepasst und geändert werden können. 
Somit stellt "Metabolic Engineering" die Optimierung genetischer und regulatorischer Prozesse in 
einer Zelle dar mit dem Hauptziel die Produktion einer oder mehrerer Substanzen zu erhöhen. Ein 
weiteres Ziel kann dabei auch die Reduktion von Nebenprodukten sein, da diese zu einer Minderung 
des Produktionsertrages führen können. Um einen Prozess zu optimieren und damit die Produktion 
















Abbildung 3: Die wichtigsten Arbeitsschritte der Bioverfahrenstechnik und die drei wesentlichen Bereiche "Biologie 
(Upstream -Processing)", "Biokatalyse" und "Downstream-Processing". Diese Arbeit bezieht sich auf den allerersten 
Schritt, die Stammentwicklung. 
In der Prozessoptimierung werden drei Hauptschritte unterschieden. Die reine Biologie  ("Upstream-
Processing") beinhaltet als ersten Schritt die Stammentwicklung. In diesem Schritt ist die komplette 
Genetik und Zelloptimierung zusammengefasst. Des Weiteren müssen die richtigen 
Kultivierungsmedien für den verwendeten Organismus und den gewünschten Stoff und eine 
Möglichkeit zur Sterilisation gefunden werden. Der nächste Schritt, die Biokatalyse, behandelt die 
Bedingungen für die Vorkultur und die eigentliche Fermentation. Das "Downstream-Processing" 
umfasst vier weitere Schritte. Das Ernten der Kultur, die Isolierung des gewünschten Stoffes, die 
Chromatographie zur Analyse der Reinheit und zum Schluss die Formulierung der genetischen 
Veränderungen des hergestellten Stammes und des ganzen Prozesses (Abbildung 3). Die vorliegende 
Arbeit bezieht sich auf den ersten Schritt des "Metabolic Engineering", die Stammentwicklung.  
Den richtigen Organismus für die Produktion zu finden, ist im Allgemeinen ein langwieriges 
experimentelles Unterfangen, nicht zuletzt aufgrund der Vielzahl möglicher Kandidaten. Im Laufe der 
Zeit wurden bestimmte Kriterien definiert, welche es erleichtern sollen, den am besten geeigneten 
Organismus zu identifizieren. Als erstes müssen alle Ressourcen vorhanden sein. Damit ist gemeint, 
dass der auserwählte Organismus alle Vorstufen und Kofaktoren, die für die Produktsynthese 
notwendig sind, herstellen kann um Engpässe während der Produktion zu vermeiden. Dies setzt vor 
allem ein geeignetes Enzymspektrum voraus. Um herauszufinden, welcher Organismus geeignet ist, 
kommen  genomweite Metabolismusanalysen mit Hilfe von Computerprogrammen zum Einsatz 
(Goel et al., 2012; Milne et al., 2009). Solche automatisierte Methoden sind zum Beispiel "SEED" 
(Henry et al., 2010) oder "Path2Models" (Buchel et al., 2013).  
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Ein zweites wünschenswertes Kriterium ist die Fähigkeit zur Proteinsekretion. Wenn der gewünschte 
Stoff ins umliegende Medium abgegeben werden kann, fällt der zeitintensive und kostspielige 
Prozess des Zellaufschlusses weg. Daher wird einerseits nach Organismen gesucht, welche 
verbesserte Sekretionseigenschaften besitzen (Mattanovich et al., 2012) und gleichzeitig an einer 
Prozessentwicklung gearbeitet welche es möglich machen soll,  gewünschte Stoffe direkt nach der 
Synthese ins umliegende Medium abzugeben. Einen solchen Ansatz stellt z.B. die "Peroxicretion" dar 
(Sagt et al., 2009). Hier werden SNARE-Proteine (Engl. Abkürzung für: soluble N-ethylmaleimide-
sensitive-factor attachment receptor), die ursprünglich vom Golgi Apparat stammen, benutzt, um 
bestimmte Organellen, die Peroxisomen, für den Sekretionsweg zu markieren. Die SNARE-Proteine 
werden mittels eines Membranankers in die Zellmembran der Peroxisomen intergiert und lassen 
somit einen neuen Sekretionsweg entstehen. Die gewünschten Produkte (Enzyme oder andere 
Proteine) werden dann mit einer peroxisomalen Zielsequenz versehen. Dadurch werden sie in die 
Peroxisomen transportiert, diese wiederrum durch die integrierten "SNARE"-Proteine automatisch 
sekretiert und das gewünschte Produkt ins umliegende Medium abgegeben.  
Ein dritter wichtiger Aspekt, der bei der Wahl des richtigen Produktionsorganismus zu beachten ist, 
ist die Toxizität der Produkte oder Intermediate, da einige davon das Wachstum des Wirtsorganismus 
hemmen können. Dieser muss also dazu fähig sein, die entstandenen Stoffe abzubauen (Jarboe et al., 
2013; Royce et al., 2013). Beispielsweise wurde die Alkoholtoleranz von Clostridium sp. und 
Escherichia coli um das achtfache erhöht, um zu verhindern, dass sich die Membranfluidität erhöht 
und damit das Membranpotential verloren geht (Brown et al., 2011; Huffer et al., 2011; Tomas et al., 
2003).  
Als viertes wichtiges Kriterium, das den idealen Produktionsstamm auszeichnet, ist die Fähigkeit 
Proteine in der korrekten Konformation falten zu können um deren Funktion zu konservieren. Die 
Expression von aktiven heterologen Enzymen ist von einer Reihe von Faktoren abhängig. Dazu gehört 
das korrekte Ablesen des Transkriptes, die Verfügbarkeit von notwendigen Chaperonen und 
geeigneten post-translationalen Modifikationen (Bernal et al., 2014; Hartl et al., 2011; Osterlehner et 
al., 2011). Es existiert eine Vielzahl an gut untersuchten Organismen die für die Produktion in Frage 
kommen. Für einige davon wurden mittlerweile gute Werkzeuge entwickelt um genetische 
Manipulationen vorzunehmen. Ein gut zugänglicher Organismus ist also unabdingbar für Metabolic 
Engineering (Fisher et al., 2014). 
Es gibt mehrere klassische Ansätze um ein Zellprodukt zu manipulieren. Möglich sind Eingriffe auf 
allen drei Ebenen (DNA, RNA und Protein). Um diese Manipulationen durchzuführen zu können, 
wurden verschiedene experimentelle Möglichkeiten entwickelt. Sehr oft werden Überexpressionen 
des kompletten Syntheseweges oder Teilen davon verwendet. Mit dieser Methode werden oftmals 
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gute Ergebnisse erzielt (Duan et al., 2010; Herr & Fischer, 2014; Marx et al., 2008). Allerdings kann 
dieser Ansatz, alleine angewendet, zu Komplikationen führen. Die Anzahl der Enzyme ist, auf der 
Grundlage von Substraten und Reaktionsgeschwindigkeiten, durch die Evolution optimiert worden. 
Durch Überexpression kann ein Ungleichgewicht eintreten und damit das Zellwachstum oder andere 
wichtige Prozesse gestört werden (Li et al., 2014). Diesem Problem wird mit einer zusätzlichen Zufuhr 
an Substraten entgegengewirkt. Ein weiterer Ansatz um den Syntheseweg innerhalb einer Zelle zu 
beeinflussen, ist die Herstellung sogenannter Gen-"Knock-Outs" oder "Deletionen", bei der einzelne 
oder mehrere Gene gezielt deaktiviert werden. Dabei sind meist konkurrierende Synthesewege das 
Ziel, die durch das Abfangen einer Zwischenstufe oder weiterer Verstoffwechselung des 
Endproduktes zu einer Abnahme der Ausbeute führen. Die Deletion eines Genes ist eine gut 
etablierte und weit verbreitete Methode (Heap et al., 2012; St-Pierre et al., 2013; Szewczyk et al., 
2006). Natürlich kann die Deletion eines Gens auch eine Instabilität des Stoffwechsels auslösen und 
damit beispielsweise die Wachstumsrate negativ beeinflussen. Eine Verringerung der Genaktivität 
durch RNA-Regulierung kann eine solche Instabilität ausgleichen. Diese Technik umfasst kleine 
regulatorische RNA-Moleküle ("small RNA"; sRNA), die sich an gerade entstehende RNA binden und 
damit die Translation blockieren oder die RNA für den Abbau markieren (Na et al., 2013).  
Die Überexpression von Genen kann im schlimmsten Fall zu einem kompletten Verlust der 
Enzymaktivität führen, was auf eine Limitierung des Substrates zurückzuführen ist. Die Bildung von 
Engpässen kann durch den Einsatz spezifischer Promotoren umgangen werden (Dahl et al., 2013). 
Gleichzeitig kann mit dieser Methode einer Ansammlung toxischer Intermediate entgegengewirkt 
werden. Bei einem Operon, wie es in Prokaryoten zu finden ist, werden mehrere Gene durch 
denselben Promotor reguliert. Trotzdem ist es möglich, Unterschiede in der Genaktivität zu erzeugen 
indem die Stabilität der mRNA durch einen Eingriff in die Ribosomenbindestellen verändert wird 
(Pfleger et al., 2006; Salis et al., 2009). Zusätzlich können spezielle Strukturen der mRNA verändert 
und somit die Synthese eines Stoffes  direkt beeinflusst werden. Es konnte gezeigt werden, dass eine 
Mutation von ribC (Flavokinase/ FAD-Synthetase) in Bacillus subtilis dazu führt, dass die Produktion 
von FMN und FAD aus Riboflavin stark abnimmt und es dadurch zu einer Anhäufung von Riboflavin 
kommt (Coquard et al., 1997). Zudem spielt der Transport über die Zellmembran eine wichtige Rolle 
bei der Verfügbarkeit des benötigten Substrates und hat dadurch einen Einfluss auf das 
herzustellende Produkt. Überexpression und Mutation von Membrantransporterproteinen zeigten 
beispielsweise einen 70%igen Anstieg des Isoprenoidtiters in E. coli und eine 70%ige Zunahme von 
Xylose in Saccharomyces cerevisiae (Wang et al., 2013; Young et al., 2012).  
Durch die angeführten Methoden ist es möglich einen Stoffwechselprozess zu beeinflussen, der 
natürlich in einem Organismus vorkommt (Otero et al., 2013), oder einen der Zelle fremden 
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Stoffwechselweg einzubringen und somit ein neues und fremdes Produkt zu synthetisieren (Choi et 
al., 2011).  
Neben den Ansätzen in vivo, bei denen die Stoffsynthese innerhalb der lebenden Zelle untersucht 
wird, werden auch in vitro-Ansätze (außerhalb eines lebenden Organismus) geprüft. Ein Argument 
für in vitro Ansätze ist vor allem die Kostensenkung durch die Ersparnis von eingesetzten Substanzen 
(vor allem Kohlenstoffquellen) für Wachstum, Erhaltung des Lebens oder die Synthese von 
Nebenprodukten in einer lebenden Zelle. Für das Design von in vitro-Ansätzen müssen mehrere 
Aspekte berücksichtigt werden. Zum einen die Rekonstruktion des Biosyntheseweges; Enzyme 
müssen gewählt, für den Einsatz in vitro verändert und produziert werden. Zudem werden eine 
maximale Prozessoptimierung, ein optimiertes Prozessdesign und eine ausgewogene ATP- und 
NAD(P)-Balance, vorausgesetzt. Zusätzliche Faktoren sind involvierten Koenzyme, sowie die 
Thermodynamik, die Reaktionsgleichgewichte, die Produktaufreinigung und vieles mehr (Zhang, 
2014).  
Moderne Ansätze versuchen im Gegensatz zu den klassischen in vivo und in vitro Verfahren neue 
Wege für eine höhere Produktion zu finden. So wurden zum Beispiel Proteingerüste verwendet um 
drei Enzyme eines Mehrschrittprozesses physisch aneinander zu binden (You et al., 2012). Dieser 
Enzymkomplex hatte eine höhere Reaktionsrate als ein Mix aus den drei freien Enzymen bei gleicher 
Enzymkonzentration. Es konnten also kinetische Limitierungen umgangen werden.  
Ziele der Arbeit 
Das moderne Zeitalter der industriellen Produktion und des genetischen Fortschrittes eröffnet eine 
Vielzahl neuer Möglichkeiten. Viele Stoffe, wie auch Riboflavin, werden nicht mehr chemisch, 
sondern mithilfe von Mikroorganismen hergestellt (BASF, 1996). In diesem Fall hat sich das 
biologische Verfahren im Laufe der Zeit als das Effizientere von beiden herausgestellt. Dieses Beispiel 
veranschaulicht, dass zusätzlich zu den klassischen Methoden der in vivo und in vitro Verfahren, neue 
Ansätze gesucht werden um eine Produktionssteigerung zu erzielen. Eine weitere Optimierung der 
Produktion ist das immer fortwährende Ziel. 
In der vorliegenden Arbeit wurde die Theorie geprüft, ob eine gesteigerte Produktion durch die 
Nutzung der zelleigenen Strukturen zur Veränderung der Lage von Biosyntheseenzymen erreicht 
werden kann. Die meisten Strukturen, die sich in einer eukaryotischen Zelle befinden, sind 
biotechnologisch relevant. Organellen (hier besonders Mitochondrien, Vakuolen und Peroxisomen), 
Zellmembranen, das Zytoskelett und nicht zuletzt das Zytoplasma selbst bieten verschiedene 
Möglichkeiten die Position von Enzymen zu modellieren (Abbildung 4). 
 




Abbildung 4: Schematische Darstellung einer Pilzhyphe. Gezeigt sind die subzellularen Strukturen in einer Pilzhyphe. Die 
Größe der einzelnen Bestandteile kann vom Schema abweichen. Auch die Anzahl der vorhandenen Strukturen ändert sich in 
einer Hyphe ständig. Nach (Steinberg & Schuster, 2011). 
Die Kompartimentierung ist eines der Grundprinzipien einer eukaryotischen Zelle. Sehr vereinfacht 
ausgedrückt helfen die Kompartimente der Zelle Stoffwechselwege voneinander zu trennen. Zudem  
bieten sie die Möglichkeit, Enzyme eines Stoffwechselweges zu vereinen und dadurch eine neue 
Umgebung zu schaffen. 
In dieser Arbeit wurden zwei Möglichkeiten untersucht, um die Lage von Biosyntheseenzymen zu 
verändern. Zum einen wurden Peroxisomen verwendet um alle Enzyme eines Stoffwechselweges in 
einem sehr kleinen Raum zu vereinen. Dadurch kann das neue Milieu oder auch die räumliche Nähe 
der Enzyme zu einer Steigerung der Produktion führen (Teil I). Zum anderen wurden Membranen und 
hier vor allem die Zytoplasmamembran als "biotechnologische Oberfläche" verwendet. Auf diese 
Weise werden Enzyme, die sich normalerweise in einem dreidimensionalen Raum bewegen auf einer 
Oberfläche vereint, in der sie sich nur noch zweidimensional bewegen können. Da die Enzyme 
ursprüngliche im Zytoplasma vorlagen, verändert sich durch das Einfügen in die Zellmembran das 
Reaktionsmilieu nicht. Auch hier kann entweder die Veränderung der Lage der Enzyme selber oder 
eine Verringerung des Substratflusses eine Steigerung der Produktion erwirken. 
Für die Analyse der beiden Methoden wurde für jeden Ansatz ein Stoffwechselprodukt gewählt, 
welches einfach zu detektieren ist und eine möglichst geringe Anzahl an Biosyntheseenzymen für 
seine Produktion benötigt. Zur Untersuchung der Kompartimentierung in Peroxisomen wurde 
Penicillin ausgesucht. Für die Lokalisation eines Stoffwechselweges in der Zellmembran wurde ein 
Stoff ausgesucht, bei dem alle Enzyme ursprünglich im Zytoplasma vorliegen (Riboflavin).
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Teil I: Steigerung der Penicillin-Produktion durch peroxisomale 
Lokalisation von AcvA 
Einleitung 
Um die Auswirkungen einer Kompartimentierung in Peroxisomen zu untersuchen, wurde für diese 
Arbeit Penicillin ausgewählt. Penicillin ist ein wichtiges Antibiotikum und seine Entdeckung stellt 
einen Meilenstein in der menschlichen Geschichte dar (Diggins, 1999). Viele bakterielle Infektionen, 
die bis dahin oft den Tod der Patienten zur Folge hatten oder sogar in Pandemien endeten, konnten 
mit Penicillin geheilt werden. Von der ersten Beschreibung der Inhibierung von Bakterienwachstum 
durch Penicillium notatum bis zu den ersten klinischen Studien und der Entschlüsselung der 
Wirkungsweise des Antibiotikums vergingen allerdings Jahrzehnte (Demain & Fang, 2000). 
Entdeckung von Penicillin 
Bereits 1870 erkannten Wissenschaftler, dass Mikroorganismen einen direkten Einfluss aufeinander 
haben. Fünfzig Jahre lang wurden Präparate aus Mikroorganismen für den Einsatz in der Medizin 
getestet. Allerdings zeigten die meisten dieser Präparate toxische Nebenwirkungen oder waren in 
vivo inaktiv (Demain & Fang, 2000). Das goldene Zeitalter der Antibiotika begann 1928 mit der 
Entdeckung von Penicillin durch Alexander Fleming (Fleming, 1929). Er machte die Entdeckung, dass 
Penicillium notatum das Wachstum des Bakteriums Staphylococcus aureus hemmt. Diese zufällige 
Entdeckung blieb fast 10 Jahre lang nur ein Kuriosum. 1939 gelang es Wissenschaftlern Penicillin zu 
extrahieren und zu reinigen (Demain & Fang, 2000). 1940 konnte die starke antibiotische Wirkung, 
sowie die gute Verträglichkeit für Säugetiere (Ratten) demonstriert werden (Clark, 1985). Am 12. 
Februar 1941 wurde der erste Patient mit Penicillin behandelt (ThomsonScientific, 2007). Damals 
waren die von Penicillium produzierten Mengen so gering, dass es ein Jahr dauerte um die benötigte 
Menge für klinische Studien zu produzieren (Florey, 1949). Im Jahr 1941 wurde das amerikanische 
Militär auf Penicillin aufmerksam nachdem Howard Walter Florey und Ernst Boris Chain in die USA 
gereist waren um dort Werbung für das Antibiotikum zu machen. Der Zweite Weltkrieg forderte zu 
dieser Zeit viele Todesopfer durch Infektionen. Im Jahr 1942 wurde mit der industriellen Penicillin-
Produktion begonnen.  
Ursprünglich wurde Penicillin in Oberflächenkulturen produziert, d.h. der produzierende Pilz bildete 
einen Film auf dem flüssigen Wachstumsmedium. Die Ausbeute durch diese Form der Anzucht waren 
allerdings sehr gering. Die Anzucht in flüssigen Schüttelkulturen unter Zugabe von "Corn-Steep-
Liquor" (Maisquellwasser) und Laktose als Nährstoffquellen setzte sich in den darauffolgenden 
Jahren zunehmend durch. Intensivierte Stammsuche und genetische Selektion führte 1951 zur 
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Nutzung von Penicillium chrysogenum NRRL ("ARS Culture Collection"; http://nrrl.ncaur.usda.gov). 
Die ersten genetischen Studien konzentrierten sich auf das Herstellen von neuen, besseren, 
Stämmen und die Analyse ihrer Eigenschaften. So gelang es innerhalb von nur zwei Jahren die 
Penicillin-Produktion um das Hundertfache zu steigern. Im Jahr 1942 konnten bereits 60 µg/mL 
Penicillin mit Hilfe von P. chrysogenum hergestellt werden (Demain & Fang, 2000). Durch weitere 
genetische Veränderungen konnten zunächst 150 mg/mL, dann 330 mg/mL erreicht werden. Durch 
Kooperationen universitärer und industrieller Forschungseinrichtungen gelang es schließlich 1943 an 
der Universität von Wisconsin einen Stamm mit einer Produktion von 550 mg/mL Penicillin 
herzustellen (Demain & Fang, 2000). Der damals entwickelte Stamm ist der direkte Vorgänger von 
vielen der heutigen Industriestämme. Die "Wisconsin-Familie" der Überproduzenten konnte weiter 
optimiert werden und erzielte eine Ausbeute von bis zu 1800 mg/mL (Demain & Fang, 2000). Zuletzt 
konnte sich das Unternehmen DSM (Dutch State Mines/De Staats Mijnen) als weltgrößter 
Penicillinhersteller etablieren. Das Unternehmen mit Hauptsitz in Heerlen, Niederlande, besitzt im 
Rahmen von "Joint Ventures"  Produktionsstandorte in China, wohingegen die Sandoz GmbH in Kundl 
(Österreich) heute den größten Produktionsstandort für Penicillin in der westlichen Welt betreibt. 
Die Produktionsmengen durch P. chrysogenum liegen mittlerweile bei über 70 g/L und die 
verwendeten Bioreaktoren sind bis zu 200 m3 groß (Sahm et al., 2012). 
Wirkungsweise von Penicillin 
Penicilline sind potente Inhibitoren der bakteriellen Zellwandsynthese (Park & Strominger, 1957). Ein 
wichtiger Schritt dieser Synthese ist eine Transpeptidierungsreaktion, die zur Vernetzung zweier 
glykangebundener Peptidketten führt um die Zellwand zu stabiliseren. Das dafür verantwortliche 
Enzym (D-Alanin-Transpeptidase) bindet irreversibel an das Grundgerüst der Penicilline, den beta-
Laktam-Ring. Dieses und weitere Enzyme werden deshalb Penicillin-Bindeproteine (PBPs) genannt 
(Sauvage et al., 2008; Tipper & Strominger, 1965). Die Zellwand wird weiterhin gebildet aber nicht 
mehr vernetzt. Der Antibiotikum-PBP-Komplex stimuliert zusätzlich die Freisetzung von Autolysinen, 
welche die bestehende Zellwand verdauen. Die Peptidoglykanschicht wird porös und die Zellen 
lysieren durch den hohen inneren Druck. Die Folge ist, dass sich die Bakterien nicht mehr teilen 
können und mit der Zeit absterben. Insbesondere betroffen sind davon Gram-positive Bakterien, da 
sie ein dicke Peptidoglykanschicht besitzen. Zudem kommt es im Zuge der fortlaufenden 
Zellwanderneuerung zu toxischen Abbauprodukten (Cho et al., 2014). 
Mikroorganismen können verschiedene Formen von Penicillin produzieren, die sich in der Struktur 
der Seitenketten (N-Acylrest) unterscheiden. Durch die sogenannte "Vorläufer-dirigierte 
Biosynthese" in der industriellen Penicillinproduktion entsteht üblicherweise ein Gemisch aus 
natürlichen und biosynthetischen Penicillinen. Hierfür werden synthetische Penicillinvorstufen der 
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Kultur beigefügt um neue Derivate entstehen zu lassen. Beispielsweise wurde durch die Zugabe von 
Phenoxyessigsäure zu Fermentationskulturen von P. chrysogenum das in der Natur nicht 
vorkommende Phenoxymethylpenicillin produziert. 




  R   
natürliche Penicilline 
Phenyl-CH2-CO- Penicillin G 
H3C-CH2-CH=CH-CH2-CO- Penicillin F 
H3C-(CH2)6-CO- Penicillin K 
biosynthetische 
Penicilline 
Phenyl-O-CH2-CO- Penicillin V 






Von den Penicillin-Biosyntheseproteinen wird allerdings nicht jede beliebige Vorläufer-Carbonsäure 
akzeptiert. Die Vielfalt an Variationen ist somit eingeschränkt. Zusätzlich existieren halbsynthetische 
(semisynthetische) Penicilline. Diese werden durch eine chemische Modifikation des Penicillin-
Grundgerüsts (a-Aminopenicillinsäure) erzeugt. Hierzu wird erst ein Gemisch an natürlichen 
Penicillinen aus der Kulturbrühe isoliert und die unterschiedlichen N-Acyl-Seitenketten enzymatisch 
(Penicillin-Acylase; gewonnen aus E. coli) abgespalten. Die freie Aminogruppe kann nun chemisch mit 
neuen Acylsubstituenten umgesetzt werden (Sahm et al., 2012) (Tabelle 3). 
Eine Einteilung der Beta-Laktam-Antibiotika erfolgt danach, ob sie hydrophobe der hydrophile 
Seitengruppen tragen. Als hydrophob bezeichnet man zum Beispiel Benzylpenicillin (Penicillin G) und 
Phenoxymethylpenicillin (Penicillin V). Sie besitzen nicht-polare Seitengruppen, werden nur von 
filamentösen Pilzen hergestellt und ihr Wirkungsspektrum umfasst Gram-positive Bakterien. Als 
hydrophil werden unter anderem Penicillin N, Cephalosporin oder auch Cephamycine eingeteilt. 
Diese werden von filamentösen Pilzen, Aktinomyzeten und einzelligen Bakterien hergestellt. Alle 
hydrophilen beta-Laktame enthalten die polare Seitengruppe D-α-Aminoadipat (D-Aaa) (Ozcengiz & 
Demain, 2013). Da die natürlich vorkommenden Penicilline hauptsächlich auf Gram-positive 








In Pilzen, wie auch in Bakterien, sind die Penicillin-Biosynthesegene acvA, ipnA und aatA direkt 
nebeneinander im Genom angeordnet (Aharonowitz et al., 1992; Barredo et al., 1989). Im Gegensatz 
zu Bakterien werden sie in Pilzen allerdings einzeln transkribiert. Die Gene besitzen somit alle einen 
eigenen Promotor (Brakhage & Caruso, 2004). AcvA (AN2621) ist 11313 bp lang, 3´-5´ orientiert und 
kodiert die ACV-Synthetase. IpnA (AN2622, 996 bp; Isopenicillin-N-Synthase) und aatA (AN2623, 
1241 bp; Acyl-CoA:IPN-Acyltransferase) sind beide 5´-3´ orientiert. Das Cluster liegt auf Chromosom 
IV (Cerqueira et al., 2014). Um eine peroxisomale Lokalisation der Penicillin-Biosynthese-Enzyme zu 
erreichen, wurden die entsprechenden Gene C-terminal mit der peroxisomalen Zielsequenz 1 (PTS1) 
markiert (Abbildung 5). Die Formation der Gene einer Biosynthese in einem Cluster hat sich in der 
Evolution als ökologischer Vorteil erwiesen (Martin & Liras, 1989). Jedoch ist das "clustern" von 
Genen den Pilzen als einzigen Eukaryoten vorbehalten. 
 
Abbildung 5: Schematische Darstellung des Penicillin Gen-Clusters in A. nidulans. Es besteht aus drei Genen auf 
Chromosom IV: acvA (AN2621), ipnA (AN2622) und aatA (AN2623). Das größte Gen ist acvA mit 11313 Basenpaaren (bp), 
während ipnA 996 bp und aatA 1241 bp lang sind. Die peroxisomale Lokalisation der Enzyme AcvA und IpnA wurde durch 
eine C-terminale Markierung von acvA und ipnA mit dem peroxisomalen Zielsignal 1 (PTS1) erreicht. AatA befindet sich von 
Natur aus in Peroxisomen. 
Wie schon erwähnt besitzen alle Gene der Penicillin-Biosynthese in A. nidulans ihren eigenen 
Promotor. Deletionsanalysen zeigten, dass zwischen den Genen acvA und ipnA mehrere cis-Elemente 
existieren. Zudem überlappen die Promotoren der beiden Gene physisch und verwenden dieselben 
cis-Elemente (Bergh et al., 1996; Perez-Esteban et al., 1993). Durch biochemische Versuche wie 
EMSA (electrophoretic mobility shift assay) wurde das Motiv TTAGTAA, das in der Promotorregion 
von acvA liegt, identifiziert. Dieses bildet die Bindestelle eines bis dato nicht bekannten 
Transkriptionsaktivators und ist notwendig für eine hohe Expression des Gens (Kosalkova et al., 
2000). Die Stärke der Promotoren aller Penicillin-Gene ist sehr unterschiedlich. Die Expression von 
acvA in A. nidulans ist viel schwächer als die von ipnA. Auch aatA hat eine niedrigere Expression als 
ipnA (Brakhage et al., 1992; Litzka et al., 1995).  
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Biosynthese von Penicillin 
Um den weltweiten Verbrauch von Penicillin abdecken zu können, wurden im Jahr 2000 über 60.000 
Tonnen produziert (Thykaer & Nielsen, 2003). 2003 erreichte der Markt für beta-Laktame ein 
Volumen von 15 Milliarden Dollar (Elander, 2003). Um diese enorme Menge an Penicillin produzieren 
zu können, beinhaltet der Fermentationsprozess im Normalfall drei vorab geschaltete Animpfphasen 
bevor der Produktionsprozess eingeleitet wird. Der Gehalt an gelöstem Stickstoff in der Kulturbrühe 
ist insbesondere zu Wachstumsspitzen ein kritischer Parameter, da es sich um einen hoch aeroben 
Prozess handelt. Während des Wachstums ist die Penicillin-Produktion gering. Sie steigt in der 
stationären Phase stark an und wird durch "Fed-Batch-Verfahren" hoch gehalten. Durch 
kontinuierliche Zuckerfütterung wird der pH-Wert reguliert. Dieser liegt zwischen 6,4 und 6,8 
während der Fermentation. Weitere Parameter sind Temperatur, Kohlendioxid- und Ammonium-
Gehalt. Um die Fermentation besser zu steuern, werden meist Seitenkettenvorläufer (Tabelle 3) der 
Nährlösung zugesetzt, sodass statt eines Gemisches nur ein erwünschtes Penicillin-Derivat produziert 
wird. Da Penicillin sekretiert wird, muss es später aus dem Medium extrahiert werden. Hierzu 
werden die Zellen filtriert und das Kulturfiltrat mit Amyl-, Butyl- oder Isobutylacetat angesäuert. 
Nach Anreicherung wird es im Lösungsmittel in einer alkalischen Lösung zurück extrahiert. Durch 
Zugabe von Kaliumacetat kann das Antibiotikum schließlich ausgefällt und als kristallines Kaliumsalz 
isoliert werden (Sahm et al., 2012). 
 
Abbildung 6: Die Biosynthese von Penicillin G in A. nidulans. Drei Enzyme sind für die Biosynthese von Penicillin 
notwendig. AcvA (ACV-Synthetase), eine NRPS ("Non-ribosomale Peptid Synthetase"), kondensiert die drei Aminosäuren L -
α-Aminoadipinsäure, L-Cystein und D-Valin zu einem Tripeptid. Anschließend erfolgt ein oxidativer Ringschluss durch IpnA 
(Isopenicillin-N-Synthase). AatA ist eine bifunktionale Acyl-CoA:IPN-Acyltransferase, die letztendlich über die Zwischenstufe 
6-Aminopenicillinsäure die Bildung von Penicillin G katalysiert (Brakhage et al., 2004). 
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Auf molekularer Ebene sind drei Schritte für die Synthese von Penicillin notwendig. Der erste Schritt 
ist die nicht-ribosomale Kondensation der drei Aminosäuren L -α-Aminoadipinsäure, L-Cystein und L-
Valin zu einem Tripeptid (ACV). L-Valin muss zuerst zu D-Valin epimerisiert werden. Beides wird 
durch die ACV-Synthetase (AcvA; nicht-ribosomale Peptidsyntetase) katalysiert (Arnstein & Morris, 
1960; Kleinkauf & Von Dohren, 1996). Anschließend erfolgt ein oxidativer Ringschluss zum 
bizyklischen System. Dieser wird durch die Isopenicillin-N-Synthase (IpnA) katalysiert. Dabei entsteht 
ein viergliedriger beta-Laktamring, der mit einem fünfgliedrigen Thiazolidinring fusioniert ist (Fawcett 
et al., 1975; Fawcett et al., 1976; Konomi et al., 1979; O'Sullivan et al., 1979; White et al., 1982). 
Dieser ist charakteristisch für alle Penicilline. Im letzten Schritt der Penicillin-Biosynthese wird die 
hydrophile Seitenkette des beta-Laktamrings gegen hydrophobe Acyl-CoA Derivate ausgetauscht, wie 
zum Beispiel gegen Phenylacetyl-CoA zur Produktion von Penicillin G. Dieser eigentlich aus zwei 
Teilschritten bestehende Prozess (Acyltransferreaktion) wird durch das bifunktionale Enzym Acyl-
CoA:IPN-Acyltransferase mit der Zwischenstufe 6-Aminopenicillinsäure katalysiert (Abbildung 6) 
(Alvarez et al., 1987; Alvarez et al., 1993; Brakhage, 1998; Brunner et al., 1968; Gatenbeck & 
Brunsberg, 1968; Luengo et al., 1986; Pruess & Johnson, 1967; Spencer & Maung, 1970). 
Peroxisom als "biotechnologisches Kompartiment" 
Peroxisomen eignen sich sehr gut als "biotechnologische Kompartimente", denn sie sind 
morphologisch einfache Organellen, die von einer einzigen Membran umgeben sind. Sie kommen in 
allen Eukaryoten vor und besitzen keine eigene DNA (Girzalsky et al., 2009; Heiland & Erdmann, 
2005; Islinger et al., 2010; Platta & Erdmann, 2007; Schrader & Fahimi, 2008). Peroxisomen besitzen 
eine Vielzahl von Funktionen abhängig von Art, Zelltyp, Umwelt- oder Entwicklungsbedingungen. 
Außerdem spielen sich einige Schritte des Primär-oder Sekundärmetabolismus in den Peroxisomen 
ab. Somit sind Ausgangsstoffe wie Aminosäuren, Koenzym A oder ATP, die für die Synthese von 
Sekundärmetabolten wichtig sind, immer vorhanden (Stehlik et al., 2014). Jedes Protein kann durch 
eine einfache Modifikation automatisch in die Peroxisomen transportiert werden. Dafür wird, wie 
bereits im vorherigen Abschnitt erwähnt, die peroxisomale Zielsequenz 1 (PTS1) an den C-Terminus 
des Proteins geheftet. Dadurch wird das Protein als peroxisomal erkannt. Dieses Tripeptid hat immer 
die Aminosäurekombination S/A/C-K/R/H-L/M (Gould et al., 1989; Swinkels et al., 1991). In S. 
cerevisiae wurde der Transport aus dem Zytoplasma ins Peroxisom weitgehend erforscht. Dort 
spielen die Pex ("peroxisome biogenesis") Proteine eine wichtige Rolle. Der im Zytoplasma 
vorhandene Rezeptor Pex5 erkennt Proteine mit PTS1 als für den Import ins Peroxisom markiert 
(Dammai & Subramani, 2001). Danach bindet der Rezeptor-Kargo-Komplex an den Docking-Komplex 
(Pex13, Pex14, Pex17) in der peroxisomalen Membran (Azevedo & Schliebs, 2006; Niederhoff et al., 
2005; Pires et al., 2003; Schell-Steven et al., 2005). Das Kargo wird in die Peroxisomenmatrix 
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entlassen und der Rezeptor wieder verwertet. Das geschieht mittels einer Pex8-abhängigen 
Translokation (Agne et al., 2003) und einer Assoziation mit dem "RING-Finger-Komplex" (Pex2, 
Pex10, Pex12) (Platta et al., 2009; Williams et al., 2008). Pex5 wird anschließend durch Pex4 mono-
ubiquitiniert, das durch Pex22 an die Membran gebunden ist (Williams et al., 2007). Um einen 
erneuten Import zu ermöglichen verhelfen Pex1 und Pex6, die durch Pex15 in der peroxisomalen 
Membran verankert sind, Pex5 dazu wieder in das Zytoplasma zu gelangen (Miyata & Fujiki, 2005; 
Platta et al., 2005). Zusammengefasst in (Hasan et al., 2013; Wolf et al., 2010) (Abbildung 7). Der 
Importmechanismus unterscheidet sich von dem anderer Organellen, da auch vollständig gefaltete 
und oligomere Proteine in das Peroxisom hinein transportiert werden können (Glover et al., 1994; 
McNew & Goodman, 1994; Walton et al., 1995).  
 
Abbildung 7: Komponenten der peroxisomalen Importmaschinerie in S. cerevisiae. Der PTS1-Rezeptor Pex5 erkennt das 
Zielprotein im Zytoplasma und bindet an Pex14, ein Protein des Docking-Komplexes (Pex13, Pex14 und Pex17), der in der 
peroxisomalen Membran sitzt. Danach wird das Kargo in die Peroxisomenmatrix entlassen und Pex5 wieder verwertet. Das 
geschieht durch eine Translokation mit Hilfe von Pex8 und dem RING-Finger-Komplex, bestehend aus Pex2, Pex10 und 
Pex12. Der anschließenden Mono-Ubiquitinierung durch Pex4 folgt die Entlassung von Pex5 durch Pex1 und Pex6 wieder 
zurück in das Zytoplasma. Pex22 verankert Pex4 und Pex15 verankert Pex1 und Pex6 in der peroxisomalen Membran. 
Modifiziert nach (Wolf et al., 2010). Gezeigt sind die in dieser Arbeit relevanten PTS1-Importkomponenten. 
Der pH-Wert von Peroxisomen unterscheidet sich je nach Organismus und Zelltyp. In humanen 
Fibroblasten beträgt der  pH-Wert im Inneren der Peroxisomen beispielsweise 8,2±0,3 (Dansen et al., 
2000). In S. cerevisiae hingegen beträgt der pH-Wert 7,1 (Nicolay et al., 1987). In allen Fällen entsteht 
aufgrund der in den Peroxisomen ablaufenden β-Oxidation Wasserstoffperoxid (H2O2). Dieses wird 
mit Hilfe von Katalasen abgebaut (Poirier et al., 2006). Aus diesem Grund wird meist ein sehr hoher 
pH-Wert für Peroxisomen angenommen. Dem muss allerdings so nicht sein, sodass auch nicht-
peroxisomale Enzyme in diesem Milieu aktiv sein können. 
 




Ziel dieser Arbeit war es neue Wege zur Optimierung von Biosynthesewegen zu finden. Die 
Kompartimente einer Zelle bilden eine interessante Alternative gegenüber klassischen Verfahren wie 
Überexpression und ungerichteter Mutagenese, indem sie zusätzlich die Diffusion von Intermediaten 
verringern und dadurch die lokale Enzymkonzentration erhöhen (Stehlik et al., 2014). Viele 
Parameter, die die Biosynthese von Penicillin beeinflussen können, sind bereits erforscht worden. 
Dazu gehören die Kohlenstoffquelle, die Stickstoffquelle, die Interaktion mit anderen Organismen, 
der pH-Wert sowie das Licht und die dazu gehörenden regulatorischen Einheiten (Atoui et al., 2010; 
Brakhage, 2013; Kato et al., 2003; Litzka et al., 1999; Nutzmann et al., 2011; Nutzmann et al., 2013; 
Ozcengiz & Demain, 2013). Ein Abbau toxischer Intermediate durch Glyoxylase I und II übte in 
Versuchen einen positiven Einfluss auf die Penicillin-Produktion aus (Scheckhuber et al., 2013). Trotz 
weitreichender Kenntnisse auf dem Gebiet der Transkription und der epigenetischen Kontrolle des 
Penicillin-Biosynthese-Clusters gibt es bislang wenige Ergebnisse darüber, ob die 
Kompartimentierung der Biosyntheseenzyme einen Einfluss auf die Transkription der kodierenden 
Enzyme hat (Roze et al., 2011; van de Kamp et al., 1999). Die Penicillin-Biosynthese beginnt im 
Zytoplasma und endet in den Peroxisomen (Garcia-Estrada et al., 2008; Meijer et al., 2010; Muller et 
al., 1992; Sprote et al., 2009). Aus diesem Grund wurden Peroxisomen für diese Arbeite ausgewählt, 
mit dem Ziel alle Enzyme der Penicillin-Biosynthese auf engem Raum zu vereinen und den 
Substratfluss damit so gering wie möglich zu halten. Die Verlagerung von Enzymen in einen kleineren 
dreidimensionalen Raum (Peroxisom) wurde dabei mittels C-terminaler Markierung der Gene mit 














In diesem Kapitel wurde die Produktionssteigerung durch Kompartimentierung mittels Verlagerung 
der Penicillin-Biosyntheseenzyme aus dem Zytoplasma in die Peroxisomen untersucht. Dazu wurde 
als erstes eine Messung für das produzierte Penicillin etabliert (nach (Brakhage et al., 1992)). Durch 
dieses Verfahren konnte die Überexpression der Penicillin-Gene einzeln oder in Kombination mit 
peroxisomaler Lokalisation und höherer Peroxisomenzahl auf ihre Penicillin-Produktion überprüft 
werden. 
Untersuchung der Bildung von Penicillin in A. nidulans 
Um die Menge an produziertem Penicillin in gentechnisch veränderten Stämmen und dem Wildtyp 
von A. nidulans messen zu können, wurden die Kulturen zwei Tage bei 26°C in PPM (Penicillin-
Produktionsmedium) mit 200 rpm schüttelnd inkubiert (Brakhage et al., 1992). Zur Induktion des 
alcA-Promotors wurde dem Medium Threonin zugesetzt, welches als Induktor dient. Nach der Ernte 
der Proben wurde die Trockenmasse des Myzels gemessen und  der Überstand für 
Hemmhofversuche mit Geobacillus stearothermophilus als Indikatororganismus verwendet um die 
Penicillin-Konzentration mit Hilfe einer Standardkurve zu ermitteln. 
  
Abbildung 8: Bioassay zur Bestimmung von Penicillin-Konzentrationen. (A) Hemmhöfe einer Testreihe für die Ermittlung 
der Penicillin-Standardkurve. Verschiedene Konzentrationen Penicillin wurden in gleicher Weise wie die Proben der 
getesteten Stämme mit Geobacillus stearothermophilus als Indikatororganismus gemessen und die Durchmesser der 
Hemmhöfe notiert. (B) Zur Erstellung der Standardkurve wurden die Flächen der Hemmhöfe in Millimetern den bekannten 
Penicillin-Konzentrationen gegenübergestellt. Dadurch ergab sich eine Formel, mit der die Penicillin-Konzentration der  
Proben ermittelt werden konnte. 
Um die Standardkurve zu erstellen, wurde für neun verschiedene Penicillin-Konzentrationen (0,05 - 
1,5 ng/mL) ein Hemmhofversuch durchgeführt (Abbildung 8A). Hierzu wurde der Durchmesser der 
Hemmhöfe in fünf voneinander unabhängigen Versuchen für die jeweils bekannten Penicillin-
Konzentrationen gemessen, die Fläche errechnet und der Mittelwert daraus gebildet. Dieser ergab 
zusammen mit den jeweiligen Konzentrationen die abgebildete Standardkurve (Abbildung 8B). Die 
y = 0,0158e0,0022x 
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sich daraus ergebende Formel wurde anschließend zur Berechnung der Penicillin-Konzentrationen 
mittels Hemmhoftest verwendet. 
Für jede Penicillin-Messung wurden je zwei technische Replikate angefertigt. Die 
Hemmhofdurchmesser wurden ermittelt und der Wert durch die Trockenmasse des Myzels geteilt. 
Dadurch wurden mögliche Schwankungen der Wachstumsgeschwindigkeiten der Stämme 
berücksichtigt. Um die Konzentration zu errechnen, wurde dieser Wert in die Standardkurve 
eingesetzt und der Mittelwert der zwei Replikate berechnet. Bei jeder Messung diente der Wildtyp-
Stamm SJR2 als Kontrolle. Somit konnte die prozentuale Produktion im Vergleich zum Wildtyp für 
jede Messung errechnet werden. Alle Stämme in dieser Arbeit, die zur Penicillin-Produktion 
verwendet wurden, existieren in drei biologischen Replikaten aus unabhängigen Transformationen. 
Die Mittelwerte aller Messungen der Replikate (siehe Tabelle 9, Material und Methoden) wurden 
gezeigt. Für jedes Experiment wurde erfolgreich ein Penicillinase-Versuch durchgeführt. Penicillinase 
spaltet Penicillin, sodass es seine Wirkung verliert. Da nach Zugabe von Penicillinase keine 
Hemmhöfe zu erkennen waren, konnte ein entstandener Hemmhof nur durch Penicillin ausgelöst 
werden. 
 
Lokalisation von AcvA in Peroxisomen erhöht die Penicillin-Produktion 
Die drei Enzyme AcvA, IpnA und AatA sind  die Hauptkomponenten der Penicillin-Produktion in A. 
nidulans. AatA, das letzte Enzym des Biosynthesewegs (Abbildung 5 und Abbildung 6), ist ein 
peroxisomales Enzym. Nach der aufgestellten Theorie sollte die Verlagerung eines der anderen 
beiden Enzyme aus dem Zytoplasma in die Peroxisomen eine Produktionssteigerung bewirken. Zuerst 
wurde diese Hypothese mit dem ersten Enzym der Synthese (AcvA) überprüft. Um die Verlagerung 
von AcvA aus dem Zytoplasma in die Peroxisomen zu bewirken wurde eine peroxisomale Zielsequenz 
(PTS1) an das Protein fusioniert (pAH04) und die endogene Kopie von acvA in dem Stamm SJR2 durch 
die fusionierte Version ausgetauscht (SAH07) (Abbildung 9A). Der Stamm SJR2 wurde verwendet da 
er das veA Wildtypallel enthält und veA ein bedeutender Bestandteil der Regulation der Penicillin-
Produktion und anderer Sekundärmetabolite ist (Calvo, 2008; Kato et al., 2003). Die homologe 
Integration des Konstruktes wurde mittels diagnostischer PCR nachgewiesen und die korrekte 
Sequenz von PTS1 durch eine Sequenzierung im Anschluss überprüft. Als Alternative zum Austausch 
des Gens wurde die PTS1-Sequenz an ein 1kb Fragment des 3´-Endes von acvA fusioniert (Abbildung 
9B). Auch hier wurde die homologe Integration sowie die Sequenz überprüft. Dieses Konstrukt wurde 
in SJR2 transformiert und ergab den Stamm SAH14. Integration des Konstrukts führt zu einer 
Verdoppelung des 1 kb Fragments, einer Expression der PTS1-markierten Version des Gens mittels 
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des natürlichen Promotors und keiner Expression der unvollständigen Version wenn der Stamm auf 
Glukose angezüchtet wurde. Induktion mit Threonin führte zur Produktion einer inaktiven Form. 
 
Abbildung 9: Strategien für die peroxisomale Lokalisation von AcvA und IpnA. Es wurden entweder (A) Fusions-Konstrukte 
oder (B) zirkuläre Plasmide verwendet, um Gene mit PTS1 zu markieren. In beiden Fällen bleiben die Gene unter der 
Kontrolle des natürlichen Promotors. Wenn acvA mittels eines zirkulären Plasmids markiert wurde, blieb nur eine 
unvollständige Version des Gens unter der Kontrolle des alcA-Promotors übrig. Diese hatte keine Funktion. Im Fall von ipnA 
war eine zusätzliche Kopie des Gens unter der Kontrolle des alcA-Promotors vorhanden. 
Die beiden beschriebenen Stämme SAH07 und SAH14 zeigten untereinander keine signifikanten 
Unterschiede der Penicillin-Produktion , aber eine 3,2-fach höhere Produktion verglichen mit dem 
Wildtyp. 
Um zu überprüfen, ob die Verlagerung von IpnA in die Peroxisomen eine Steigerung der Penicillin-
Produktion bewirkt, wurde, wie bei AcvA, eine PTS1-Sequenz C-terminal an ipnA fusioniert (SAH06). 
Die entstandenen Stämme produzierten kein Penicillin. Der gleiche Effekt war zu erkennen, wenn alle 
drei Enzyme der Penicillin-Biosynthese in den Peroxisomen vereint waren (SAH38) (Abbildung 10B). 
Wenn jedoch IpnA zusätzlich im Zytoplasma vorhanden war (A. nidulans SAH08) wurde eine 4-fach 






Teil I: Steigerung der Penicillin-Produktion Ergebnisse 
 
23 
                
 
 
Abbildung 10: Die Lokalisation von AcvA in Peroxisomen führt zu einer gesteigerten Penicillin-Produktion. (A) Die Menge 
des produzierten Penicillins wurde nach 48 Stunden Wachstum in PPM detektiert. Gezeigt sind die Durchschnitte der drei 
biologischen Replikate jedes Stammes und die Standard-Abweichung. Folgende Stämme wurden verglichen: WT (SJR2), mit 
PTS1 markiertes AcvA (SAH07 und SAH14), mit PTS1 markiertes IpnA (SAH06) und die Kombination der beiden (SAH38). (B) 
Kolokalisation von AcvA und IpnA mit AcuE. AcvA oder IpnA wurde mit GFP markiert,  AcuE mit mRFP. Die Stämme wurden 
auf Objektträgern bei 28°C über Nacht inkubiert und mittels Fluoreszenzmikroskopie analysiert. Alle Gene wurden mit Hilfe 
des alcA-Promotors exprimiert. (C) Real-Time Analyse der  in (B) beschriebenen Stämme unter Produktionsbedingungen. 
Gemessen wurde die Expression der Gene acvA, ipnA und aatA nach 48 Stunden Inkubation in PPM, Ernte der Proben wie 
im Penicillin-Assay beschrieben und Isolation der RNA. Die Expression ist im Verhältnis zu jener im WT (Wert auf 1 gesetzt) 
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Um die peroxisomale Lokalisation der Enzyme zu bestätigen, wurden Kolokalisationsstudien mit der 
Acetat-Malat-Synthase AcuE durchgeführt. AcuE ist ein peroxisomales Protein und ein gut etablierter 
Marker für Peroxisome (Sandeman et al., 1991; Zekert et al., 2010).  
Um AcvA mit GFP zu markieren und es unter die Kontrolle des alcA-Promotors zu stellen, wurde ein 1 
kb Fragment des 5´-Endes von acvA in das Plasmid pMCB17apx eingefügt (pAH21). Die homologe 
Integration des Konstruks in A. nidulans hatte zur Folge, dass das 1 kb Fragment verdoppelt wurde 
und der komplette offene Leserahmen von GFP markiertem AcvA-PTS1 unter der Kontrolle des 
endogenen Promotors war. Das Plasmid pAH21 wurde zusammen mit pYZ12 (AcuE-mRFP) in SAH14 
transformiert. Der daraus entstandene Stamm wurde SAH34 genannt. Auf die gleiche Weise wurde 
IpnA mit GFP markiert (pAH27) und in SJR2 transformiert (SAH23). In diesen Stamm wurde wiederum 
pYZ12 transformiert (SAH33). Die korrekte Expression von GFP und mRFP wurde mittels 
Fluoreszenzmikroskopie kontrolliert. A. nidulans SAH33 (AcuE-mRFP, IpnA-GFP) wie A. nidulans 
SAH34 (AcuE-mRFP, AcvA-GFP) zeigten eine nahezu 100%ige Kolokalisierung von  IpnA und AcvA mit  
AcuE (Abbildung 10A). 
Die Auswirkungen auf die Expression der Gene wurde mittels Real Time PCR ermittelt. Es war zu 
erkennen, dass die Penicillin-Gene acvA, ipnA und aatA in SAH07 / SAH14 (acvA und aatA im 
Peroxisom) etwa gleich exprimiert waren wie in SJR2 (Wildtyp). Im Vergleich zum Wildtyp hatte acvA 
eine etwa 1,4-fach höhere Expression, ipnA war 0,7-fach höher exprimiert und aatA 0,9-fach höher 
exprimiert. Bei den Stämmen SAH06 (ipnA und aatA im Peroxisom) und SAH38 (acvA, ipnA und aatA 
im Peroxisom) war eine stark verminderte Expression der Gene im Vergleich zum Wildtyp zu 
erkennen. AcvA wurde in SAH06 0,02- fach niedriger als im Wildtyp exprimiert. Die Gene ipnA und 

































Steigerung der Peroxisomenzahl in A. nidulans erhöht die Penicillin-Produktion und die 
Wachstumsrate 
Die Lokalisation von AcvA in den Peroxisomen erhöht die Penicillin-Produktion in A. nidulans. In 
früheren Arbeiten wurde zudem gezeigt, dass eine erhöhte Anzahl an Peroxisomen durch 
Überexpression von peroxisomalem pexK in P. chrysogenum die Penicillin-Produktion erhöhte (Kiel et 







Abbildung 11: Eine Steigerung der Peroxisomenzahl hat einen positiven Einfluss auf die Penicillin-Produktion und die 
Wachstumsrate. (A,B) Visualisierung von Peroxisomen mittels mRFP markiertem AcuE im Wildtyp (SAH10) und einem 
Stamm mit überexprimiertem pexK (SAH11). (A) Die Stämme wurden bei 28°C über Nacht in Mikroskopiemedium mit 
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Anzahl der gezählten Peroxisomen wurde durch die Länge der Hyphe in µm geteilt. Dargestellt ist der Mittelwert von 50 
Hyphen und die Standardabweichung. (C) Messung der Penicillin-Produktion nach 48 Stunden Wachstum in PPM. Gezeigt 
sind folgende Stämme: WT (SJR2 / TN02A3); SJR2 mit überexprimiertem pexK; TN02A3 mit deletiertem pexC. Für die 
Berechnung wurde der jeweils für die Transformation verwendete Wildtyp als Vergleich herangezogen. Jeder Balken stellt 
den Mittelwert aus drei biologischen Replikaten dar. (D) Real-Time Analysen der Stämme SJR2, SAH12 und SAH03 unter 
Produktionsbedingungen. Die Expressionen der Gene acvA, ipnA und aatA wurde nach 48 Stunden Inkubation in PPM 
gemessen. Die Expression wurde ermittelt im Verhältnis zur jeweiligen Expression des Gens im WT (Wert auf 1 gesetzt). Die 
Mittelwerte ± Standardabweichung aus drei biologischen und jeweils zwei technischen Replikaten sind dargestellt. (E) 
Wachstum des Stammes SAH12 im Vergleich zum Wildtyp und zu SAH07 (nat(p)::acvA::PTS1) auf Minimalmedium mit 
Threonin bei 28°C über vier Tage. Nach jeweils 24 Stunden Wachstum wurde ein Bild gemacht. 
Zur Bestimmung der Anzahl von Peroxisomen im Wildtyp wurde, wie zuvor beschrieben, AcuE 
(peroxisomale Acetat-Malat-Synthase) mit mRFP markiert und mit Hilfe des alcA-Promotors 
überexprimiert (A. nidulans SAH10). Die zusätzliche Überexpression von pexK fand ebenfalls unter 
der Kontrolle des alcA-Promotors statt (A. nidulans SAH11). Auch hier wurden die Peroxisomen 
mittels mRFP markierter AcuE sichtbar gemacht (Abbildung 11A). Die Anzahl der Peroxisomen pro 
µm Hyphenlänge wurde mittels Fluoreszenzmikroskop bestimmt und ausgewertet. SAH11 
(Überexpression von pexK und mRFP::acuE) besaß in etwa die doppelte Peroxisomenzahl pro µm 
Hyphe verglichen mit dem Kontrollstamm (Abbildung 11B). Die Penicillin-Produktion eines Stammes 
mit erhöhter Peroxisomenzahl  (Transformation von pAH06 in SJR2; SAH12) war 2,3-fach höher 
verglichen mit dem Wildtyp. Interessant war außerdem die Penicillin-Produktion eines Stammes 
ohne Peroxisomen durch die Deletion von pexC, einem essentiellen Bestandteil der peroxisomalen 
Membran. Der Stamm SAH03 (∆pexC) produzierte 0,4 mal die Menge Penicillin wie der 
Kontrollstamm TN02A3. (Abbildung 11C). 
In keinem der Stämme war die Expression der Penicillin-Gene direkt durch genetische 
Manipulationen beeinflusst worden. Ob es indirekte Auswirkungen auf die Expression gab, wurde 
mittels Real-Time PCR ermittelt. Es konnte gezeigt werden, dass SAH12 (Erhöhte Anzahl an 
Peroxisomen durch Überexpression von pexK) trotz höherer Penicillin-Produktion eine niedrigere 
Expression aller drei Gene (acvA, ipnA und aatA) zeigte (Abbildung 11D). Die Expression war bei ipnA 
am niedrigsten (0,5 fach im Vergleich zum Wildtyp), bei acvA und aatA etwa 0,7-fach im Vergleich 
zum Wildtyp. SAH03 (Stamm ohne Peroxisomen) zeigte eine doppelte so hohe Expression von aatA, 
eine 1,5-fache Expression von ipnA, jedoch eine nur 0,3-fache Expression von acvA. 
Ein interessanter Nebeneffekt der Steigerung der Peroxisomenzahl war die Erhöhung der 
gemessenen Wachstumsrate. Nach 4 Tagen Wachstum auf Minimalmedium mit Threonin als 
Induktor bei 28°C ist eine Kolonie von SAH12 (6,5 cm im Durchmesser) etwa 1,3 mal so schnell 
gewachsen wie der Wildtyp (5 cm im Durchmesser) (Abbildung 11E). Im Gegensatz dazu wuchs eine 
Kolonie des Stammes SAH07 (nat(p)::acvA::PTS1) (4,5 cm im Durchmesser) etwas langsamer als der 
Wildtyp. 
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Überexpression der Penicillin-Gene erhöht die Penicillin-Produktion 
Eine weitere Strategie um die Produktion von einem Sekundärmetaboliten zu steigern, ist das 
komplette regulatorische Gen-Cluster zu vervielfachen oder einzelne Gene aus dem Cluster 
überzuexprimieren. Manchmal führen auch Kombinationen aus den Strategien zu einer höheren 
Produktion (Weber et al., 2012).  
 
Abbildung 12: Effekt der Überexpression von Penicillin-Genen auf die Penicillin-Produktion. (A,B) Folgende Stämme 
wurden in Triplikaten verwendet: WT (SJR2), SAH16 (alcA(p)::acvA), SAH24 (alcA(p)::ipnA), SAH36 (alcA(p)::aatA), SAH25 
(alcA(p)::acvA und alcA(p)::ipnA) und SAH28 (alcA(p)::acvA und alcA(p)::ipnA und alcA(p)::aatA). Die Stämme wurden für 48 
Stunden bei 28°C in PPM inkubiert. Für die Induktion des alcA-Promotors wurde PPM mit Threonin verwendet. (A) Der 
Penicillin-Assay wurde wie beschrieben durchgeführt. (B) Real Time-Analysen unter Produktionsbedingungen. Die 
Expression der Gene acvA, ipnA und aatA wurde nach 48 Stunden Inkubation gemessen. Die Expression wurde im 
Verhältnis zur jeweiligen Expression des Gens im WT (Wert auf 1 gesetzt) ermittelt. Die Mittelwerte ± Standardabweichung 
aus drei biologischen und jeweils zwei technischen Replikaten sind dargestellt. 
 
Für die Überexpression von acvA wurde ein 1 kb Fragment des 5´- Endes des Gens unter die Kontrolle 
des alcA-Promotors gestellt (A. nidulans SAH16). Die homologe Integration, die notwendig war damit 
das komplette acvA-Gen überexprimiert wurde (siehe oben), wurde mittels PCR bestätigt. Der 
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ipnA mit dem alcA-Promotor wurde ähnlich erreicht (A. nidulans SAH24). Dieser Stamm hatte eine 
2,8-fach gesteigerte Penicillin-Produktion verglichen mit der des Wildtyps. Die Überexpression von 
aatA (A. nidulans SAH36) führte zu einer 3,1-fach höheren Penicillin-Produktion. Die Werte für ipnA 
und aatA sind vergleichbar mit früheren Berichten (Fernandez-Canon & Penalva, 1995).  
Nach der Überexpression der einzelnen Gene wurde die Überexpression aus Kombinationen der 
Gene verglichen. Der Stamm SAH25 (Überexpression von acvA und ipnA) produzierte 3,3 mal mehr 
Penicillin als der Wildtyp (Abbildung 12A). Ein Stamm der alle drei Gene (acvA, ipnA und aatA) der 
Penicillin-Biosynthese überexprimiert (SAH28) produzierte 6 mal mehr Penicillin als der Wildtyp.  
Da jeder der Stämme gezielt einzelne Gene oder Kombinationen daraus überexprimierte, wurde die 
Expression der Gene mittels Real-Time PCR bestimmt (Abbildung 12B). SAH16 (alcA(p)::acvA) hatte 
eine 25,4-fach höhere Expression von acvA, jedoch auch eine 17,3-fach höhere Expression von aatA 
und eine dreifach höhere Expression von ipnA als der Wildtyp. SAH24 (alcA(p)::ipnA) hatte eine 6-
fach höhere Expression von ipnA verglichen zum Wildtyp, sowie eine 3,6-fache Expression von acvA 
und eine 2,6-fache Expression von aatA verglichen zum Wildtyp. SAH36 (alcA(p)::aatA) zeigte eine 
102-fach höhere Expression von aatA als der Wildtyp. AcvA wurde 6,5-mal höher und ipnA 3,8 mal 
höher exprimiert im Vergleich zum Wildtyp. In SAH25 (alcA(p)::acvA, alcA(p)::ipnA) wurden die Gene 
acvA 17-fach und ipnA 8,5-fach höher exprimiert; aatA wurde 6-fach höher exprimiert verglichen mit 
dem Wildtyp. In SAH28, in dem alle drei Gene überexprimiert wurden, zeigte acvA eine 20,8-fach 
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Kombination aus Überexpression und Veränderung der subzellularen Lage 
Es konnte gezeigt werden, dass die Überexpression und die Verlagerung von acvA in die Peroxisomen 
zu einer gesteigerten Penicillin-Produktion führte. Um zu überprüfen, ob die Kombination der beiden 
Strategien die Produktion zusätzlich steigern könnte, wurde das mit PTS1 markierte acvA mit dem 
alcA-Promotor überexprimiert. 
 
Abbildung 13: Effekt der Kombination aus Überexpression und Veränderung der subzellularen Lage der Enzyme auf die 
Penicillin-Produktion. (A,B) Folgende Stämme wurden verwendet: WT(SJR2), SAH37 (alcA(p)::acvA::PTS1), SAH19 und 
SAH31 (nat(p)::acvA::PTS1 und alcA(p)::ipnA), SAH30 (nat(p)::acvA::PTS1 und alcA(p)::aatA) und SAH13 und SAH21 
(alcA(p)::pexK und nat(p)::acvA::PTS1). (A) Penicillin-Assay mit den beschriebenen Stämmen. Der Mittelwert aus je drei 
biologischen Replikaten wurde mit der Standardabweichung dargestellt. (D) Real-Time Analysen unter 
Produktionsbedingungen. Die Expression der Gene acvA, ipnA und aatA wurde nach 48 Stunden Inkubationszeit in PPM 
gemessen. Die Expression wurde ermittelt im Verhältnis zur jeweiligen Expression des Gens im WT (Wert auf 1 gesetzt). Die 
Mittelwerte ± Standardabweichung aus drei biologischen und jeweils zwei technischen Replikaten sind dargestellt. 
 
Um das zu erreichen, wurde ein 1 kb Fragment des 5´-Endes von acvA amplifiziert und hinter den 
alcA-Promotor kloniert (pAH09). Dieses Konstrukt wurde in SAH14 transformiert, dem Stamm mit 
PTS1 markiertem acvA. Die homologe Integration am acvA-Lokus führte zu einer Verdopplung des 1 
kb Fragments undzur Kontrolle des kompletten offenen Leserahmens mittels des alcA-Promotors. 
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dem Wildtyp, eine 3,4-fach höhere Produktion als Überexpression von acvA alleine und eine 1,6-
fache Produktion im Vergleich zu dem Stamm mit AcvA in den Peroxisomen. 
Als nächstes wurde die Kombination von AcvA in den Peroxisomen und überexprimiertem ipnA 
getestet (SAH19 und SAH31). Diese Stämme  zeigten vergleichbare Werte und produzierten 5,5-mal 
mehr Penicillin verglichen mit dem Wildtyp (Abbildung 13A). Der Stamm SAH30 kombinierte die 
Verlagerung von AcvA in den Peroxisomen mit der Überexpression von aatA. Er produzierte 1,7-mal 
mehr Penicillin verglichen mit dem Wildtyp. Die Kombination aus einer Verlagerung von AcvA in die 
Peroxisomen und gleichzeitiger Erhöhung der Peroxisomenanzahl (SAH13, SAH21) führte zu einer 
4,2-fach höheren Penicillin-Produktion im Vergleich zum Wildtyp. 
Die erfolgreichen genetischen Manipulationen wurden mittels Real-Time PCR bestätigt (Abbildung 
13B). In SAH37 (alcA(p)::acvA::PTS1) wurde acvA 4,1 mal höher, ipnA 1,3 mal höher und aatA 1,2-
fach höher exprimiert als im Wildtyp. SAH31, in dem ipnA durch den alcA-Promotor reguliert wurde, 
zeigte eine 9-fache Expression von ipnA. acvA wurde 1,5-mal höher exprimiert als im Wildtyp. AatA 
zeigte nur eine 0,4-fache Expression. In SAH30 (nat(p)::acvA::PTS1; alcA(p)::aatA) wurde aatA 15,6-
fach überexprimiert. AcvA wurde 1,6-fach und ipnA 3,8-fach höher exprimiert. In SAH21 
(nat(p)::acvA::PTS1; alcA(p)::pexK), in dem eine Verlagerung von acvA in Kombination mit einer 
Erhöhten Peroxisomenanzahl vorlag, war bei allen drei Genen eine minimal höhere (1,2 - 1,4-fache) 

















Die Produktionssteigerung durch eine Verlagerung von Biosyntheseenzymen wurde in dieser Arbeit 
anhand von zwei Methoden in vivo untersucht. In diesem Teil sollte durch eine peroxisomale Lage 
der Enzyme der Penicillin-Biosynthese die Steigerung der Produktion von Penicillin erreicht werden. 
Eine zusätzliche Steigerung der Peroxisomenanzahl und Überexpressionen der Gene sollten den 
Effekt noch verstärken. 
 
Abbildung 14: Zusammenfassung aller Penicillin-Produktionsmechanismen. Diese Übersicht stellt alle Ergebnisse der 
Abbildungen 10-13 gegenüber. Die Prozentzahl zeigt dabei die Penicillin-Produktion im Vergleich zum Wildtyp, wobei dieser 
auf 100% normiert wurde. 
Die Überexpression von pexK führte zu einer doppelten Peroxisomenzahl, einem Anstieg der 
Wachstumsrate und einer 2,3-fachen Penicillin-Produktion. Dieses Ergebnis stimmt mit einer 
Veröffentlichung zu P. chrysogenum überein, in der die Überexpression des Gens zu einer zweifachen 
Penicillin-Produktion führte (Kiel et al., 2005). In Verbindung mit den Ergebnissen aus dieser Arbeit 
kann angenommen werden, dass die Anzahl der Peroxisomen bei den verwendeten Bedingungen 
einen limitierenden Schritt der Penicillin-Biosynthese darstellt. Auf der anderen Seite konnte alleine 
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die Überproduktion von AatA die Penicillin-Produktion steigern (Fernandez-Canon & Penalva, 1995). 
Eine vergleichbare Situation liegt auch in industriellen Produktionsstämmen vor, in denen mehrere 
Penicillin Biosynthese-Cluster vorhanden sind (Weber et al., 2012). Daher wäre es ein interessanter 
Punkt zu erfahren, ob die Anzahl der Peroxisomen in diesen industriell verwendeten Stämmen auch 
erhöht ist. Durch eine Deletion des Gens pexC fehlte ein essentieller Bestandteil in der peroxisomalen 
Membran, sodass keine Peroxisomen gebildet werden konnten. Die Wachstumsrate in diesem 
Stamm ist nur unwesentlich geringer als die des Wildtyps. Allerdings kommt es hier zu einer 
Reduktion der Sporenanzahl und zu einer Störung in der Kernverteilung von Hyphen (Herr, 2011). 
Ohne Peroxisomen konnte nur noch 40% des Penicillins produziert werden. Dieses Ergebnis 
unterstreicht die Bedeutung der Peroxisomen. Es kann vermutet werden, dass entweder aatA im 
Milieu des Zytoplasmas nicht seine vollständige Kapazität entfalten kann, oder die gesamten Abläufe 
des Organismus durch peroxisomale Stoffwechselwege, die nun im Zytoplasma ablaufen, gestört 
werden. 
Die Verlagerung von IpnA in die Peroxisomen hatte einen kompletten Verlust der Penicillin-
Produktion zur Folge. Es ist also anzunehmen, dass IpnA in den Peroxisomen nicht funktionsfähig ist. 
Aufgrund der Tatsache, dass die zwei Cysteinreste an Position 106 und 255 in einigen filamentösen 
Pilzen (Abbildung 15A) konserviert sind, kann angenommen werden, dass die dortigen Thiol-Gruppen 
funktionelle Aufgaben haben.  
 
Abbildung 15: Strukturmodell der IPN-Synthase (IpnA) in A. nidulans und die stark konservierten Cysteine an Position 106 
und 255. (A) Verglichen mit A. nidulans sind folgende Penicillin produzierende Pilze aufgeführt: P. chrysogenum, A. 
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eine hohe Übereinstimmung. (B) 3D-Modell des Enzyms IpnA. Hervorgehoben wurden die zwei vorhandenen Cysteine 
(gelb) und die Aminosäuren, mit denen sie eine Bindung eingehen. Die Grafik wurde mit dem Programm PyMol erstellt 
(Schrödinger, 2010). Die Struktur wurde entnommen aus der "Protein Data Bank" (PDB 1IPS).  
Gezielte Mutagenese konnte die große Bedeutung dieser Cysteinreste beweisen. Im Falle einer 
Mutagenese des Cysteinrests an Position 106 fiel die Aktivität des Enzyms um das 20-fache ab 
(Samson et al., 1985). In einer 3D-Analyse des Proteins ist zu erkennen, dass die Cysteinreste 
innerhalb des Proteins liegen und dort eine wichtige Rolle für die Stabilität des Proteins spielen. 
Folglich würde eine Mutagenese an dieser Stelle eine Strukturveränderung nach sich ziehen 
(Abbildung 15B). Aufgrund der Tatsache, dass an dieser Stelle allerdings eine eher geringe Aktivität 
gemessen wurde, kam man zu dem Schluss, dass die Thiol-Gruppen der Cysteinreste nicht essentiell 
für die Funktion des Proteins sind, allerdings trotzdem eine sehr wichtige Rolle spielen.  
Die sich in Peroxisomen befindlichen Katalasen und Peroxidasen, sowie die dortigen Enzyme, welche 
an der beta-Oxidation von Fettsäuren und der Entstehung von reaktiven Sauerstoffspezies beteiligt 
sind, könnten dafür verantwortlich sein, dass die SH-Gruppen im IpnA-Protein oxidiert werden und 
dadurch das Enzym deaktiviert wird. Zudem beinhaltet das IpnA-Enzym zweiwertiges Eisen (Fe2+) als 
Kofaktor, welches ebenfalls durch Oxidation inaktiviert werden kann (Roach et al., 1997). Alternativ 
oder zusätzlich dazu könnte die SH-Gruppe in dem Tripeptid, das durch die ACV-Synthetase (AcvA) 
hergestellt wird, in den Peroxisomen oxidiert werden. Es konnte gezeigt werden, dass das bis-ACV-
Disulfid (oxidiertes Disulfid des Tripeptids) durch IpnA nicht weiter verstoffwechselt werden konnte 
(Aharonowitz et al., 1993; Perry et al., 1988; Roach et al., 1997). Wenn bis-ACV wirklich in den 
Peroxisomen gebildet wird und nicht als Substrat für IpnA verwendet werden kann, müsste man 
annehmen, dass bis-ACV in das Zytoplasma exportiert wird und dort in einem anderen 
enzymatischen Schritt oxidiert wird. Das wurde bereits in vitro gezeigt (Cohen et al., 1994). Es ist aber 
auch möglich, dass es in den Peroxisomen gar nicht zur Bildung von bis-ACV-Disulfid kommt, sondern 
es direkt in der reduzierten Form aus den Peroxisomen transportiert wird. Eine weitere Möglichkeit 
ist, dass IpnA zusätzliche Faktoren benötigt, die im Zytoplasma vorhanden sind. Zum Beispiel konnte 
vor kurzem gezeigt werden, dass IpnA mit Proteinen aus dem VeA-Komplex direkt interagiert (Kopke 
et al., 2013). Eventuell sind solche Interaktionen für die Funktionalität von IpnA unabdingbar. 
Im Gegensatz zu den Ergebnissen zu IpnA, dessen peroxisomale Positionierung einen Verlust der 
Penicillin-Produktion zur Folge hatte, konnte in dieser Arbeit gezeigt werden, dass die Verlagerung 
von AcvA in die Peroxisomen zu einer erhöhten Penicillin-Produktion führt. Dieses Ergebnis zeigt, 
dass es AcvA nicht nur möglich ist in der oxidativen Umgebung der Peroxisomen zu funktionieren, 
sondern dass dort sogar eine erhöhte Aktivität vorliegt. Das Ergebnis zeigt auch, dass die drei 
Ausgangstoffe der Penicillin-Synthese nicht limitierend wirken und sie daher in genügender Menge in 
die Peroxisomen transportiert werden sollten. Zusätzlich muss das Produkt der Reaktion, das 
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Tripeptid, wieder ins Zytoplasma exportiert werden. Zur Zeit ist über solche Transportprozesse wenig 
bekannt, sie wirken sich allerdings offenbar nicht limitierend aus. ATP (Adenosintriphosphat), 
welches für die Aktivierung der Aminosäuren benötigt wird, kann auch innerhalb von Peroxisomen 
hergestellt werden. Wie kürzlich veröffentlichte Ergebnisse zeigen, finden Teile der Glykolyse in den 
Peroxisomen statt (Ast et al., 2013; Freitag et al., 2012).  
Aufgrund der Expressionsanalysen konnte bestätigt werden, dass die Gene auch unter 
Produktionsbedingungen überexprimiert wurden. Außerdem war zu erkennen, dass durch eine 
erhöhte Expression von acvA auch aatA höher exprimiert wurde. Umgekehrt, also bei 
Überexpression von aatA, war die Expression von acvA nur unwesentlich erhöht. Dadurch kann auch 
erklärt werden, warum die Penicillin-Produktion eines Stammes, in dem alle drei Gene 
überexprimiert waren, nicht dreimal so hoch ist wie bei einzelnen Überexpressionen. IpnA hat schon 
im Wildtyp ein hohes Expressionslevel (Brakhage et al., 1992; Gomez-Pardo & Penalva, 1990; Litzka 
et al., 1995), sodass die Überexpression nicht so markant wie bei acvA oder aatA ausfiel. Ein direkter 
Einfluss der PTS1 auf die Expression kann ausgeschlossen werden. Bei acvA hatte die Markierung 
keinen Einfluss auf die Expression. Der Effekt der höheren Penicillin-Produktion ist demnach 
ausschließlich auf die Veränderung der Position zurück zu führen. Im Falle der C-terminalen PTS1 
Fusion von ipnA konnte kein Penicillin produziert werden und die Expression aller Penicillin-Gene fiel 
in den Stämmen um ein vielfaches ab. Allerdings könnte dies an der bereits erwähnten möglichen 
Regulation der IPN-Synthase durch Interaktion mit einem Teil des VeA-Komplexes im Zytoplasma 
liegen. Durch eine fehlende Regulation des VeA-Komplexes könnte das gesamte Penicillin-Cluster 
betroffen sein. Die Anzahl an Peroxisomen in einer Zelle zeigte ebenfalls einen Einfluss auf die 
Expression der Penicillin-Gene. Bei einem vollständigen Fehlen von Peroxisomen wurden tendenziell 
mehr Genkopien hergestellt. Im Gegensatz dazu lagen bei einer erhöhten Peroxisomenzahl weniger 
Genkopien vor. Um diesen Effekt zu erklären, müssen weitere Studien durchgeführt werden. 
Zusammenfassend konnte gezeigt werden, dass die Verlagerung von AcvA in die Peroxisomen, eine 
Erhöhung der Anzahl an Peroxisomen, sowie die Überexpression der Biosynthese-Gene von Penicillin 
zu einer erhöhten Produktion führten. Die Kombination aus diesen Parametern führte zu einer 
zusätzlichen Produktionssteigerung, allerdings führte die Kombination aus allen drei Parametern 
nicht zu einem zusätzlichen positiven Effekt. Das zeigt wiederum, dass andere Schritte in diesen 
Stämmen limitierend wirken. Trotzdem konnte durch diese Arbeit ein weiteres Puzzlestück zur 
Steigerung der Produktion von Penicillin hinzugefügt werden. Es wäre interessant herauszufinden, 
wie sich die peroxisomale Verlagerung von AcvA in industriellen Produktionsstämmen von P. 
chrysogenum auswirkt. 
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Teil II: Das CAAX-Motiv - Ein Werkzeug zur Stammoptimierung 
Einleitung 
Um die Auswirkung einer Verlagerung von Enzymen in die Zytoplasmamembran zu erforschen, 
wurde die Riboflavinproduktion als Modell gewählt. Riboflavin (Vitamin B2) ist ein essentieller 
Bestandteil des primären Stoffwechsels. Es kann von höheren Eukaryoten nicht gebildet und muss 
deshalb über die Nahrung aufgenommen werden. Für einen Menschen sind 2 mg pro Tag 
ausreichend. Da Riboflavin nicht gespeichert werden kann, wird alles überschüssig aufgenommene 
Riboflavin wieder ausgeschieden. Das bedeutet somit ebenfalls, dass die benötigte Menge jeden Tag 
mit der Nahrung aufgenommen werden muss. Täglich eine Tasse Milch reicht dazu aus. Riboflavin 
findet zudem als Lebensmittelfarbstoff und als Futtermittelergänzung in der Tierhaltung Anwendung. 
Letztere verbraucht insgesamt zwei Drittel der jährlichen Riboflavin-Produktion (Sahm et al., 2012). 
Entdeckung und wirtschaftliche Bedeutung von Riboflavin 
Die Strukturaufklärung und chemische Darstellung von Riboflavin war bereits in den 1930er-Jahren 
gelungen. Mehrstufige chemische Verfahren mit den Rohstoffen Dimethylanilin, D-Glucose, später D-
Ribose, Phenyldiazoniumchlorid und Barbitursäure wurden zur technischen Reife entwickelt und 
waren bis in die 1990er-Jahre wirtschaftlich erfolgreich (Sahm et al., 2012). Die erste kommerzielle 
mikrobiologische Produktion wurde mit Clostridium acetobutylicum durchgeführt (Meade RE, 1947; 
Perlman, 1979). Im Jahre 1940 folgte dann Eremothecium ashbyii und seit 1946 wurde vor allem 
Ashbya gossypii zur Produktion verwendet (Perlman, 1979). Allerdings konnte A. gossypii erst um 
1974 durch die Firma Merck wirklich etabliert werden. Zuvor waren einige andere Firmen daran 
gescheitert den biotechnologischen Prozess insoweit zu optimieren, dass er effizienter als die 
chemische Produktion war. Merck erreichte durch die Verwendung von A. gossypii eine Ausbeute 
von bis zu 15 g Riboflavin pro Liter (Bigelis, 1989). Im Jahr 2000 begann die Firma Roche damit ihre 
chemische Produktion durch eine biotechnologische mit Bacillus subtilis zu ersetzen. B. subtilis ist im 
Gegensatz zu A. gossypii (der Wildtyp produziert bei bestimmten Bedingungen bis zu 100 mg 
Riboflavin pro Gramm Biomasse; vermutlich als Schutz vor UV-Strahlen) kein natürlicher 
Überproduzent, aber ein etablierter Industrieorganismus und gentechnisch  leicht manipulierbar 
(Stahmann et al., 2000). Bacillus konnte vor allem durch eine Deregulierung der Purin-Synthese und 
einer Mutation der Flavokinase/FAD-Synthetase verbessert werden (Perkins, 1991). Die Optimierung 
beider Organismen war nach zehn Jahren intensiver Stammverbesserung so weit voran geschritten, 
dass sie die über 50 Jahre dominierende chemische Produktion vom Markt verdrängen konnte. Ein 
Vergleich eines chemischen mit zweier biotechnologischen Verfahren zeigte, dass die Biotechnologie 
75% weniger fossile Rohstoffe für die gleiche Produktmenge Vitamin B2 benötigte als die Chemie. 
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Ebenfalls stark abgenommen hatten die Emission von Schadstoffen in Luft (-50%) und Wasser (-
66%). Allerdings ist der Wasserverbrauch durch die mikrobiellen Verfahren mehr als doppelt so hoch 
und die Belastung des Wassers mit Ammonium kann bis zu fünfmal so hoch wie im chemischen 
Verfahren werden. Wirtschaftlich lohnt sich die biotechnologische Produktion durch die Reduktion 
der Stufenzahl und günstigere Rohmaterialien. Es können damit bis zu 50% der Betriebskosten 
eingespart werden (Sahm et al., 2012). Der weltweite Verbrauch von Riboflavin betrug 1981 1250 
Tonnen pro Jahr (Lago und Kaplan, 1981). Im Jahr 2001 wurde er auf 3000 Tonnen pro Jahr geschätzt. 
Der Anteil des durch industrielle Fermentation hergestellten Riboflavins beträgt 2500 Tonnen im 
Jahr. (Stahmann et al., 2000). 
Viele Organismen wurden zur Produktion von Riboflavin verwendet. Die Kulturbedingungen, vor 
allem die Kohlenstoff-und Stickstoffquelle, sowie die Kultivierungszeit und einige andere Faktoren 
sind, wie in jeder Prozessoptimierung, entscheidende Faktoren (Tabelle 4).  
Tabelle 4: Zusammenfassung verschiedener für die Riboflavinproduktion verwendete Mikroorganismen (Lim et al., 2001). 
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Im Laufe der Zeit wurden einige Organismen auf ihre Fähigkeit hin, Riboflavin zu produzieren, 
untersucht (Tabelle 4). Heute werden hauptsächlich Bacillus subtilis, Candida famate und Ashbya 
gossypii für die Massenproduktion von Riboflavin verwendet. Candida sp. sind natürliche 
Überproduzenten von Riboflavin. Sie erreichen  Mengen von 20-30 g/L. Ein rekombinanter Bacillus-
Stamm konnte durch Wachstum in einem Glukose-limitierten Chemostat 0,08 g/L in 0,3 Stunden 
produzieren. Durch die schon erwähnte Deregulierung der Purin-Synthese und einer Mutation in der 
Flavokinase / FAD-Synthase (RibC) von B. subtilis konnten Konzentrationen von bis zu 15 g/L erreicht 
werden. A. gossypii ist ein effektiver Überproduzent von Riboflavin. Etwa 30% der weltweiten 
Riboflavinproduktion werden mit diesem Organismus abgedeckt (Lim et al., 2001).  
Biosynthese von Riboflavin 
Die Biosynthese von Riboflavin beginnt mit einem Molekül Guanosintriphosphat (GTP) und zwei 
Molekülen Ribulose-5-phosphat (Ribu-5P) (Abbildung 16) (Bacher & Mailander, 1973; Foor & Brown, 
1975). GTP-Zyklohydrolase II (Rib1) katalysiert die Freigabe von Formiat aus dem Imidazolring und die 
Abgabe von Pyrophosphat aus der Seitenkette des Nukleotid-Vorläufers was zu 2,5-diamino-6-
ribosylamino-4 (3H)-pyrimidinon-5´-phosphat (DARPP) führt (Foor & Brown, 1975; Foor & Brown, 
1980). Durch eine Reduktion (Rib7; Pyrimidin-Reduktase) der Ribose-Seitenkette ergibt sich 2,5-
diamino-6-ribitylamino-4 (3H)-pyrimidinon-5´-phosphat (DArPP). Eine hydrolytische Spaltung (Rib2; 
Pyrimidin-Deaminase) der Aminogruppe an Position 2 ergibt 5-amino-6-ribitylamino-2,4 (1H,3H)-
pyrimidinedion-5´-phosphat (ArPP) und eine Dephosphorylierung ergibt schließlich 5-amino-6-
ribitylamino-2,4 (1H,3H)-pyrimidinedion (ArP). Die Reihenfolge der Deaminierung und der 
Seitenkettenreduktion variieren in verschiedenen taxonomischen Gruppen. In Pilzen und Archaeen 
findet zuerst die Seitenkettenreduktion und dann die Deaminierung statt. In Pflanzen und 
Eubakterien ist das genau anders herum (Bacher & Lingens, 1970; Burrows & Brown, 1978; Fischer et 
al., 2004; Haase et al., 2014; Nielsen & Bacher, 1981). In allen taxonomischen Königreichen laufen die 
Reaktionen bei ArPP zusammen. Diese Komponente kann jedoch nicht direkt als Substrat für die 
Lumazin-Synthase (Rib4) verwendet werden, da diese nur die dephosphorylierte Form akzeptiert. 
Dies hat zur Folge, dass es eine Phosphatase geben muss, die ArP synthetisieren kann. Diese 
Phosphatase blieb bislang allerdings unentdeckt. Unter Umständen kann eine Dephosphorylierung 
durch Hydrolasen mit geringer Substratspezifität erreicht werden (Haase et al., 2014; Harzer et al., 
1978; Neuberger & Bacher, 1986). Aus Pyrimidin-Derivat (ArP) ensteht durch eine Kondensation mit 
3,4-dihydroxy-2-butanon-4-phosphat (DHBP, entstanden durch eine Skelettneuordnung (Rib3; 3,4-
dihydroxy-2-butanon Synthase) von Ribu-5P) DMRL (Kis et al., 1995; Neuberger & Bacher, 1986; Volk 
& Bacher, 1990; Volk & Bacher, 1991). Der letzte Schritt umfasst eine ungewöhnliche und 
mechanisch einzigartige Dismutation (Rib5; Riboflavin-Synthase) von zwei Molekülen des Pteridin-
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Derivates DMRL zu Riboflavin und Pyrimidin ArP (Harvey & Plaut, 1966; Plaut, 1960; Plaut, 1963; 
Plaut et al., 1970; Wacker et al., 1964). 
 
Abbildung 16: Die Biosynthese von Riboflavin in A. nidulans. Ein Molekül GTP und zwei Moleküle Ribu-5P sind die Edukte 
für die Biosynthese von Riboflavin. Im ersten Schritt katalysiert Rib1 die Freigabe von Formiat und die Abgabe von 
Pyrophosphat, was zur Bildung von DARPP führt. Rib7 reduziert die Ribose-Seitenkette zu DArPP; Rib2 vollzieht danach eine 
hydrolytische Spaltung und es entsteht ArPP, was eine noch unbekannte Phosphatase zu ArP umwandelt. Diese 
Dephosphorylierung ist notwendig um die Bildung von DMRL zu ermöglichen. Durch eine Kondensation (Rib4) von ArP und 
DHBP, was durch eine Skelettumordnung (Rib3) von Ribu-5P erlangt wird, entsteht DMRL. Der letzte Schritt umfasst eine 
Dismutation (Rib5) von DMRL zu Riboflavin und ArP. GTP, Guanosine triphosphat; Ribu-5P, Ribulose-5´-phosphat; DARPP, 
2,5-diamino-6-ribosylamino-4 (3H)-pyrimidinon-5´-phosphat; DArPP, 2,5-diamino-6-ribitylamino-4 (3H)-pyrimidinon-5´-
phosphat; ArPP, 5-amino-6-ribitylamino-2,4 (1H,3H)-pyrimidinedion-5´-phosphat; ArP, 5-amino-6-ribitylamino-2,4 (1H,3H)-
pyrimidinedion; DHBP, 3,4-dihydroxy-2-butanon-4-phosphat; DMRL, 6,7-dimethyl-8-ribityllumazin; Rib1, GTP-
Zyklohydrolase II; Rib2, Pyrimidin-Deaminase; Rib3, 3,4-dihydroxy-2-butanon Synthase; Rib4, Lumazin-Synthase; Rib5, 
Riboflavin-Synthase; Rib7, Pyrimidin-Reduktase (Fischer & Bacher, 2005). 
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Riboflavin ist wichtig für Organismen aus allen Taxa, da es die Vorstufe für die Koenzyme Flavin-
Adenin-Mononukleotid (FMN) und Flavin-Adenin-Dinukleotid (FAD) ist. Diese wiederum sind die 
Kofaktoren von Flavoproteinen, die für das Überleben essentiell sind (Sahm et al., 2012).  
 
Abbildung 17: Die Umsetzung von Riboflavin zu FMN und FAD. Riboflavin ist der Vorläufer für die biologisch aktiven 
Formen FMN und FAD. Riboflavin wird in A. nidulans durch die Flavokinase (Riboflavin-Kinase) zu FMN phosphoryliert 
indem ein Phosphorsäurerest von einem Nukleotidtriphosphat (ATP) auf die 5´-Hydroxygruppe des Riboflavins übertragen 
wird. Dann wird ein Adenylylrest mittels der FAD-Synthetase (FAD-Adenylyltransferase) von ATP auf FMN übertragen und 
es entsteht FAD und Diphosphat. 
Chemisch wird Riboflavin mittels der Flavokinase (Riboflavin-Kinase) durch eine Phosphorylierung zu 
FMN umgewandelt. Genauer wird ein Phosphorsäurerest von ATP auf die 5´-Hydroxygruppe des 
Riboflavins übertragen. Die FAD-Synthetase überträgt einen Adenylylrest von ATP auf FMN und es 
entsteht FAD und Diphosphat. So entsteht aus einem Molekül Riboflavin ein Molekül FMN und 
daraus ein Molekül FAD (Abbildung 17). 
Riboflavin-Kinase und die FAD-Synthetase wurden in einer Vielzahl von Organismen entdeckt (Fischer 
& Bacher, 2005). Ein wichtiger Schritt war die Entdeckung einer bifunktionalen Flavokinase-FAD-
Synthetase in Brevibacterium ammoniagenes und Corynebacterium ammoniagene (Manstein & Pai, 
1986; Nakagawa et al., 1995). Dieses bifunktionale Enzym ist in Eubakterien weit verbreitet. S. 
cerevisiae oder auch H. sapiens besitzen zum Beispiel zwei monofunktionale Enzyme (Santos et al., 
2000; Wu et al., 1995).  Bioinformatische Analysen mit Hilfe der "KEGG Pathways" (Kyoto 
Encyclopedia of Genes and Genomes), ergaben dass die Flavokinase in A. nidulans durch das Gen 
AN7469 und die FAD-Synthetase durch AN0591 kodiert wird. Es sind also zwei Enzyme an der 
Reaktion beteiligt. 
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Enzyme der Riboflavin-Biosynthese in A. nidulans 
A. nidulans ist für die industrielle Produktion von Riboflavin von keiner großen Bedeutung, da die von 
ihm produzierte Riboflavin-Menge unbeachtlich ist. Daher erwies sich die Erforschung der Riboflavin-
Biosynthese in diesem Pilz bislang als eher wenig interessant. Die gute genetische Zugänglichkeit und 
leichte Handhabung machen ihn jedoch zu einem wichtigen Element für die Erforschung neuer 
Anwendungen. Um die Riboflavingene in A. nidulans zu identifizieren, wurden bioinformatische 
Analysen durchgeführt. Anhand der Daten der "KEGG Pathways" und der Aspergillus-
Genomdatenbank (AspGD) (Cerqueira et al., 2014) ergaben sich einige potenzielle Gene und 
Charakteristika für die sechs notwendigen Enzyme, die hier näher besprochen werden sollen (Tabelle 
5).  
Tabelle 5: Gene der Riboflavin-Biosynthese in A. nidulans. Bioinformatische Analysen wurden durchgeführt mit Hilfe der 
"KEGG Pathways" und der Aspergillus-Genomdatenbank (Cerqueira et al., 2014). 
Riboflavin
-Enzym 





Rib1 GTP-Zyklohydrolase II AN0670 409 44 
Rib2 Pyrimidin-Deaminase AN10936 572 62,9 
Rib3 3,4-dihydroxy-2-butanon Synthase AN5497 239 25,7 
Rib4 Lumazin-Synthase AN10718 207 21,5 
Rib5 Riboflavin-Synthase AN4231 234 25,1 
Rib7 Pyrimidin-Reduktase AN6979 609 67,4 
 
Rib1 (AN0670), Rib3 (AN10936), Rib5 (AN4231) und Rib7 (AN6979) sind bereits in der KEGG 
Datenbank erwähnt. Rib2 und Rib4 waren in der KEGG-Datenbank für A. nidulans nicht annotiert. 
Diese beiden Enzyme konnten durch einen Protein-"BLAST" (Basic Local Alignment Search Tool) mit 
Hilfe des entsprechenden Werkzeugs auf "NCBI" (National Center for Biotechnology Information) 
ermittelt werden. Verwendet wurden dafür die homologen und bereits annotierten Gene aus S. 
cerevisiae. Rib2 hat demnach 50% Identität zu AN10936 und Rib4 47% Identität zu AN10718 aus A. 
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Zellmembranen als biotechnologische Oberfläche 
Eines der grundlegendsten Ziele der Biotechnologie ist die Verbesserung von Produktionsstämmen 
und die damit verbundene Steigerung der Stoffproduktion. Um dies zu erreichen, wurde die 
Translokation der Enzyme der Riboflavin-Biosynthese aus dem Zytoplasma in die Zellmembran 
untersucht. Dies offenbart die Möglichkeit die Membran als "biotechnologische Oberfläche" zu 
nutzen. Mit Hilfe des CAAX-Motives sollte es möglich gemacht werden, Proteine in intrazelluläre 
Membranen, genauer der Zytoplasmamembran, einzubetten. 
 
Abbildung 18: Prinzip der Prenylierung des CAAX -Motivs. Die Prenylierung ist ein dreistufiger Prozess. Nach einer ersten 
Polyisoprenylierung erfolgt eine Proteolyse und zum Schluss eine Carboxyl-Methylierung. Durch diesen Prozess wird der C-
Terminus eines Proteins signifikant hydrophob und kann in eine Lipiddoppelschicht eingebettet werden (Gao et al., 2009) 
CAAX-Motive findet man ausschließlich am C-Terminus von Membran-Proteinen. Das C in "CAAX" ist 
ein Cysteinrest, AA steht für zwei aliphatische Aminosäuren und X ist eine beliebige C-terminale 
Aminosäure abhängig von verschiedenen Substratspezifitäten. Es existiert eine große Fülle an CAAX-
Proteinen, mit unterschiedlichen Funktionen innerhalb der Zelle Damit Proteine mit CAAX-Motiv in 
der Membran verankert werden können, muss eine Prenylierung erfolgen. Diese posttranslationale 
Modifikation verbindet das Protein mit einem hydrophoben Terpen-Rest (z.B. Farnesol, 
Geranylgeraniol, Dolichol) um eine Verankerung in die Zellmembran zu ermöglichen. Dieser Prozess 
umfasst drei Schritte (Abbildung 18). Zu Beginn findet eine Polyisoprenylierung statt, gefolgt durch 
eine Proteolyse und einer Carboxyl-Methylierung. Eine Polyisoprenylierung ist die Anlagerung eines 
Isoprenoidlipids durch eine Protein-Farnesyltransferase (FTase) oder einer Geranylgeranyltransferase 
TypI (GGTase-I). Im zweiten Schritt werden die CAAX Anhänge proteolysiert um den "-AAX" Rest zu 
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entfernen. Das geschieht mit Hilfe einer Prenyl-Proteinpeptidase (RCE1-Familie). Im Anschluss 
erfolgen eine endoprenolytische Spaltung und eine Carboxl-Methylierung. Dadurch wird der C-
Terminus des mit dem CAAX-Motives modifizierten Proteins signifikant hydrophob. Diese nun 
hydrophobe Domäne des Proteins kann in die ebenfalls hydrophobe Lipidschicht eingebettet 
werden. Da die meisten CAAX-Proteine keine spezifische Transmembrandomäne besitzen, stellt die 
Prenylierung eine Alternative zu klassischen Transmembrandomänen da um Proteine in der 
Zellmembran verankern zu können. Die prenylierten CAAX-Proteine werden zunächst in der 
Zytoplasmamembran verankert um dann, wenn nötig, in die Membran des Nukleus, der 
Mitochondrien oder anderer Organellen transportiert zu werden (Gao et al., 2009).  
 
 
Abbildung 19: Die Enzyme der Riboflavin-Biosynthese im Zytoplasma (A) oder an der Zellmembran (B). Die  Enzyme sind 
farblich markiert und in der Legende dargestellt; ebenfalls das CAAX-Motiv. (A) Abbildung einer Hyphe mit den Enzymen 
der Riboflavin-Biosynthese im Zytoplasma. Diese Darstellung stellt die Situation in der Natur dar. (B) Abbildung einer Hyphe 
mit den Enzymen der Riboflavin-Biosynthese, die mit Hilfe des CAAX-Motives in der Zellmembran der Zelle verankert sind. 
Diese Abbildung entstand mit freundlicher Unterstützung von Anja Vetter. 
Die Enzyme der Riboflavin-Biosynthese liegen laut Aspergillus-Genomdatenbank alle im Zytoplasma 
vor (Abbildung 19A) (Cerqueira et al., 2014) und sollten im Zuge dieser Arbeit in der Zellmembran 
(Abbildung 19B) verankert werden. Damit sind die Enzyme in einer Fläche gebunden und können sich 
dort frei bewegen, nur die Diffusion zurück ins Zytoplasma wird verhindert. Es werden also wie auch 
schon im ersten Teil der Arbeit Strukturen der Zelle verwendet um die Lage von Biosyntheseenzymen 
zu verändern. Die Veränderung der Lage ändert in diesem Fall allerdings nicht das umliegende Milieu 
der Enzyme. Etwaige Probleme wie Substratlimitierungen, Unterschiede im pH-Wert oder Mangel an 








CAAX-Motiv von TeaR 
Für eine Verankerung in der Zytoplasmamembran wurde das CAAX-Motiv eines Membranproteins 
gewählt, welches dort natürlich vorkommt oder zumindest seine vorwiegende Funktion bis zu 
seinem Abbau dort erfüllt. Um das zu gewährleisten wurde das CAAX-Motiv des Proteins TeaR 
gewählt, das als Zellendmarker fungiert und für das polare Wachstum in A. nidulans 
mitverantwortlich ist (Takeshita et al., 2008). 
 
Abbildung 20: CAAX-Motiv (Aminosäuren CIVM; Kasten blau) mit Linker (Aminosäuren KGCGC; Kasten orange) aus TeaR 
(Aminosäuren KGCGCCIVM; gesamt). Das CAAX-Motiv wurde mit der Online-Plattform I-TASSER modelliert (Roy et al., 
2010; Zhang, 2008). Die Sequenz wurde ohne den Rest von TeaR eingegeben. Es wurde das Wahrscheinlichste von fünf 
Modellen verwendet. Die komplette Struktur bildete einen Strang. Das bedeutet, dass sich die Aminosäuren nicht 
gegenseitig anziehen und damit die Funktion der Struktur beeinträchtigen könnten. Grafisch dargestellt wurde das Modell 
mit dem Programm PyMol (Schrödinger, 2010).  
Zur ersten Orientierung wie sich Proteine mit dem CAAX-Motiv von TeaR (Cystein-Isoleuzin-Valin-
Methionin) verhalten, wurde GFP mit C-terminal fusioniertem CAAX-Motiv in A. nidulans getestet (A. 
nidulans SNB01) Der Stamm wurde in Minimalmedium mit Glyzerin bei 28°C über Nacht inkubiert 
und am nächsten Tag mikroskopisch untersucht. 
 
 
Abbildung 21: Lokalisation von GFP mit CAAX-Motiv von TeaR. A. nidulans SNB01 (GFP-CAAX.) nach 24 h in 
Mikroskopiemedium mit zwei Prozent Glycerin. (A) Lokalisation von GFP an der Membran der Hyphe. In Sporen ist meist 
zusätzlich eine diffuse Lokalisation im Inneren zu erkennen (B) Lokalisation von GFP an der Membran und stellenweise im 





                  DIC         GFP             überlagert 
10 µm 
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Die Lokalisation von GFP-CAAX ist membranständig. Es sind einzelne Punkte an der Membran zu 
erkennen (Abbildung 21A). Da nur ein optischer Querschnitt der Hyphe dazustellen ist, kann 
angenommen werden, dass sich die Akkumulation über die gesamte innere Oberfläche der Hyphe 
verteilt. Es ist erkennbar, dass sich GFP nicht nur an der Oberfläche sondern teilweise auch innerhalb 
der Hyphe befindet, (Abbildung 21B). 
Berechnung der möglichen Anzahl membrangebundener Proteine in A. nidulans 
Um die These einer Produktionssteigerung durch die Verlagerung von Enzymen vom Zytoplasma in 
die Zellmembran einer Hyphe zu bestätigen, muss diese über eine gewisse Kapazität verfügen um die 
zusätzlichen Proteine aufnehmen zu können. 
Eine Hyphe ist im idealen Fall zylindrisch und ihre Kompartimente durch Septen voneinander 
getrennt. Unter der Annahme, dass ein solches Kompartiment ebenfalls einen Zylinder darstellt, kann 
das Volumen und die Fläche davon berechnet werden (die Hyphe darf sich hierbei nicht im 
Wachstum befinden). Ein Zylinder wiederum ist ein zusammengerolltes Rechteck. Nach einigen 
praktischen Analysen ist die durchschnittliche Länge eines Kompartiments 39 µm (Durchschnitt aus 
den Quellen (Wolkow et al., 1996); 38 µm und (Kaminskyj & Hamer, 1998); 40 µm). Die "Breite", also 
der Umfang einer Septe, beträgt 7,226 µm (Errechnet aus dem Durchmesser einer Hyphe; 2,3 µm 
(Takeshita et al., 2013). Der Radius beträgt daher 1,15 µm (U=2πr). Proteine von unterschiedlicher 
Größe haben verschiedene Durchmesser. Die Proteine der Riboflavin-Biosynthese sind in A. nidulans 
zwischen 20 und 70 kDa schwer (Tabelle 5). Damit kann durchschnittlich angenommen werden, dass 
ein Protein die Form einer Kugel mit einem Durchmesser von 3 nm hat (Erickson, 2009). Laut 
optimaler Kugelpackung (          ) haben damit 2408 Kugeln in einer Reihe Platz. Es sind 
15011 weitere Reihen möglich. Das bedeutet nach den Begebenheiten einer optimalen Kugelpackung 
können insgesamt 36141390 Proteine in der Membran eines Kompartiments verankert werden. Die 
Berechnung erfolgte nach den Formeln der optimalen Kugelpackung in 2D oder 3D (Hales, 2000). Da 
die Membran einer Hyphe zusätzlich Lipide und anderen Proteine beherbergt, wurde geschätzt, dass 
maximal 70% der Membran für die Integration von fremden Proteinen zur Verfügung stehen. Wenn 
dieser Platz zur Gänze ausgefüllt würde, wären 25298973 zusätzlich integrierte Enzyme vorhanden.  
Das Volumen einer Hyphe mit den gleichen Dimensionen, wäre 1,62035*1011 nm3. Ein Enzym mit 3 
nm Durchmesser hat ein Volumen von 14,137 nm3, da es kugelförmig ist. Demnach hätten 
11461766994 Enzyme nach optimaler Kugelpackung im Zytoplasma einer Hyphe Platz. Eine Hyphe 
beherbergt jedoch die verschiedensten Strukturen wie Organellen, dem Zytoskelett, den Zellkernen, 
Ribosomen, weiteren Proteine und vielem mehr (Abbildung 4) (Steinberg & Schuster, 2011). 
Demnach bleibt nur wenig Platz für zusätzliche Proteine in einer Zelle. Wenn man annimmt, dass 10% 
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des zur Verfügung stehenden Platzes in einer Zelle frei ist, dann würden noch 848.170.757 
zusätzliche Enzyme in diesen Raum passen.  
Schlussendlich kann somit berechnet werden, dass im Zytoplasma 33,5-mal mehr freier Platz vorliegt 
als an der Zellmembran. Anders ausgedrückt heißt das, wenn 3% der Proteine im Zytoplasma für die 
Riboflavinbiosynthese verantwortlich wären, dann würden diese ebenfalls in der Zellmembran Platz 
haben. 
Strukturvorhersage der Enzyme der Riboflavin-Biosynthese in A. nidulans 
Das CAAX-Motiv wird C-terminal an die Riboflavinsynthese-Enzyme fusioniert um diese in der 
Zellmembran zu verankern. Dadurch besteht die Möglichkeit, dass sich die Konformation durch die 
zusätzlichen Aminosäuren ändert und das Protein seine Funktionalität verliert. Bislang gibt es keine 
veröffentlichten Kristallstrukturen der beteiligten Enzyme in A. nidulans. Um zu untersuchen, ob eine 
Fusion des CAAX-Motives an den C-Terminus der Enzyme eine Konformationsänderung nach sich 
zieht, wurden die Sequenzen der Enzyme (Tabelle 5) der AspGD entnommen und mit dem 
Algorithmus von "I-TASSER" modelliert (Roy et al., 2010; Roy et al., 2012; Zhang, 2008). Es wurde 
jeweils das wahrscheinlichste Modell (höchster "C-Score"; gibt die Qualität der vorhergesagten 
Modelle an) abgebildet (Abbildung 22). Dargestellt wurden die Modelle mit dem Programm PyMol 
(Schrödinger, 2010). Die C-Termini wurden markiert um ihre Lage innerhalb des Proteins zu 
bestimmen. 
Rib1 Rib2 Rib3 










Abbildung 22: Vorhergesagte 3-D Strukturen der Riboflavinsynthese-Enzyme in A. nidulans. Die Tertiärstruktur der 
Proteine ist grünlich blass dargestellt. Hervorgehoben ist jeweils die letzte Aminosäure am C-Terminus jedes Proteins. Die 
Größen der dargestellten Enzyme sind nicht maßstabsgetreu. Modelliert wurden die Enzyme mit dem Algorithmus von "I-
TASSER" (Roy et al., 2010; Roy et al., 2012; Zhang, 2008) und grafisch dargestellt mit dem Programm PyMol (Schrödinger, 
2010). 
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Die Qualität der Vorhersage wird bei der Modellierung als "C-Score" angegeben. Dieser liegt 
zwischen -5 und 2, wobei 2 eine sehr gute Qualität angibt. Der "TM-Score" ist ein Wert für die 
Präzision der Vorhersage. Ein Wert kleiner als 0,17 gibt dabei eine sehr ungenaue Struktur an, 
während ein Wert über 0,5 ein korrektes Modell verspricht (Zhang & Skolnick, 2004). Die Qualität 
und Exaktheit des wahrscheinlichsten Modells für die Enzyme der Riboflavin-Biosynthese sind in 
Tabelle 6 aufgeführt.  
 
Tabelle 6: Qualität (C-Score) und Genauigkeit (TM-Score) der vorhergesagten Proteinmodelle der Riboflavin-
Biosyntheseenzyme (Rib) in A. nidulans 
Rib C-Score TM-Score 
1 -1,84 0,49±0,15 
2 -3,13 0,36±0,12 
3 0,9 0,84±0,08 
4 -0,55 0,64±0,13 
5 -0,23 0,68±0,12 
7 -3,08 0,37±0,12 
 
Durch die Modellierung der Enzyme ergab sich, dass die C-Termini von allen Enzymen, die in A. 
nidulans an der Riboflavin-Biosynthese beteiligt sind, oberflächlich liegen. Bei Rib1, Rib2 und Rib7, 
den drei größten Enzymen (Tabelle 5), liegt der C-Terminus relativ nahe an weiter innen liegenden α-
Helizes. Bei Rib3, Rib4 und Rib5 sind die C-Termini isoliert und weit genug von anderen Strukturen 
entfernt, sodass mit hoher Wahrscheinlichkeit angenommen werden kann, dass das Fusionieren mit 
dem CAAX-Motiv keine Auswirkung auf die Funktion der Proteine haben wird. Ob die Enzyme in A. 
nidulans durch eine C-terminale Fusion des CAAX-Motives an der Membran verankert werden 
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Lokalisation der Riboflavin-Biosyntheseenzyme 
Es ist bekannt, dass Riboflavin in Eukaryoten im Zytoplasma synthetisiert wird (Garcia-Ramirez et al., 
1995; Santos et al., 1995). Die Enzyme der Riboflavin-Biosynthese liegen laut Informationen der 
Aspergillus-Datenbank (Cerqueira et al., 2014) ebenfalls im Zytoplasma vor. Da die Enzyme in A. 
nidulans noch wenig erforscht sind, wurde jedes entweder mit GFP oder RFP fusioniert um somit die 
Lage innerhalb des Wildtyps nachzuweisen (Abbildung 23). 
 
 
Abbildung 23: Lokalisation der Enzyme der Riboflavin-Biosynthese im Wildtyp. An alle sechs Enzyme wurde N-terminal 
entweder GFP (A. nidulans SAH57 (alcA::GFP::rib1), SAH64 (alcA::GFP::rib2) und SAH44 (alcA::GFP::rib4)) oder RFP 
(A.nidulans SAH59 (alcA::RFP::rib3), SAH45 (alcA::RFP::rib5) und SAH50 (alcA::RFP::rib7)) fusioniert und alle Stämme 
wurden bei 28°C über Nacht in Mikroskopiemedium mit Glyzerin inkubiert und am folgenden Tag mikroskopisch 
ausgewertet. 
In den Stämmen A. nidulans SAH57 (alcA::GFP::rib1), SAH64 (alcA::GFP::rib2), SAH59 
(alcA::RFP::rib3), SAH44 (alcA::GFP::rib4), SAH45 (alcA::RFP::rib5) und SAH50 (alcA::RFP::rib7) wurde 
die Position der Enzyme im Wildtyp analysiert. Die Expression der Gene wurde mit dem alcA-
Promotor reguliert. Für die Mikroskopie wurde Mikroskopiemedium mit zwei Prozent Glyzerin 
verwendet. Alle Stämme zeigten ein diffuses Signal über die komplette Hyphe, typisch für eine 
Lokalisation im Zytoplasma. 
 
5 µm 
        alcA::GFP::rib1                     alcA::GFP::rib2                       alcA::RFP::rib3 
       alcA::GFP::rib4         alcA::RFP::rib5       alcA::RFP::rib7 
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Verankerung der Enzyme Rib3, Rib4 und Rib5 in der Membran 
Nach der Lokalisation von GFP-CAAX in der Zellmembran und den Riboflavinbiosynthese-Enzymen im 
Zytoplasma (Abbildung 21 und 23) sollte im nächsten Schritt überprüft werden, ob die Proteine nach 
einer Fusion mit dem CAAX-Motiv am C-Terminus ausschließlich in der Zellmembran zu finden sind. 
 
  
Abbildung 24: Lokalisation der Enzyme der Riboflavin-Biosynthese mit CAAX-Motiv am C-Terminus. Alle sechs Enzyme 
wurden N-terminal mit GFP oder RFP und C-terminal mit dem CAAX-Motiv markiert. A. nidulans SAH63 
(alcA::GFP::rib1::CAAX) SAH60 (alcA::RFP::rib3::CAAX), SAH62 (alcA::GFP::rib2::CAAX), SAH58 (alcA::GFP::rib4::CAAX), SAH48 
(alcA::RFP::rib5::CAAX) und SAH61 (alcA::RFP::rib7::CAAX) wurden bei 28°C über Nacht in Mikroskopiemedium mit zwei 
Prozent Glyzerin inkubiert und am folgenden Tag mikroskopisch untersucht. 
A. nidulans SAH63 (alcA::GFP::rib1::CAAX) zeigte eine diffuse Verteilung von Rib1, welches teilweise 
in bestimmten Bereichen akkumulierte (Abbildung 23). A. nidulans SAH62 (alcA::GFP::rib2::CAAX) 
und SAH61 (alcA::RFP::rib7::CAAX) zeigten eine zytoplasmatische Lokalisation der Enzyme Rib2 und 
Rib7. Bei SAH60 (alcA::RFP::rib3::CAAX) und SAH48 (alcA::RFP::rib5::CAAX) lokalisierten die Enzyme 
Rib3 und Rib5 an der Zellwand, was die Septen mit einschließt. SAH58 (alcA::GFP::rib4::CAAX) zeigte 
eine Akkumulationen von Rib4 an der Zellwand und im Zytoplasma. Die Verteilung innerhalb der 
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Untersuchung der Bildung von Riboflavin 
Die Messung der von jedem Stamm produzierten Riboflavin-, FMN-, und FAD-Menge erfolgte per 
HPLC (high performance liquid chromatography). Für die Etablierung dieser Methode wurden zuerst 




Abbildung 25: HPLC-Diagramme der Standards von (A) FAD, (B) FMN und (C) Riboflavin. Zur Etablierung der Messung von 
FAD, FMN und Riboflavin und der späteren Auswertung der produzierten Stoffmengen wurden die Stoffe in verschiedenen 
Konzentrationen mittels HPLC gemessen. Die Extinktionswellenlänge für FAD, FMN und Riboflavin liegt bei 445 nm. 
Detektiert wurden die Messungen bei einer Emissionswellenlänge von 525 nm. Die Retentionszeit von FAD war 8,1 
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Für FAD, FMN und Riboflavin wurden jeweils Unterschiedliche Konzentrationen gemessen (Abbildung 
25). Dies diente zum einen dazu, die Flächen unter den Peaks für die spezifischen Konzentrationen zu 
ermittelt um damit Standardkurven (Abbildung 26) für die Errechnung der produzierten 
Stoffkonzentrationen der Mutanten erstellen zu können; zum anderen diente es dazu die 
Retentionszeiten der Stoffe für diesen speziellen Versuchsaufbau zu ermitteln. Diese waren für FAD 
8,1 Minuten, für FMN 9,7 Minuten und für Riboflavin 11,2 Minuten. Diese Standardkurve wurde zur 
Identifikation der Stoffe in anderen Messungen herangezogen, da die Retentionszeit stoffspezifisch 
ist. Die zusätzlichen Peaks von FMN sind damit zu begründen, dass FMN chemisch hergestellt wurde 
und dabei zusätzliche Derivate anfielen. Bei FAD ist eine Verunreinigung der Probe der 
wahrscheinlichste Grund für den zusätzlichen Peak. Da allerdings bei diesem HPLC-Aufbau FAD vor 
FMN von der Säule gewaschen wird (Erfahrungswert), ist die Retentionszeit von FAD mit 8,1 Minuten 
eindeutig. 
 
Abbildung 26: Standardkurven von FAD, FMN und Riboflavin. Nach der Messung der Standards mittels HPLC wurden die 
Flächen der Peaks ermittelt und in einem Diagramm den Stoffmengenkonzentrationen gegenübergestellt. Das Verhältnis 
verhielt sich nahezu linear (Trendlinie). In der Formel der Regressionsgeraden gibt R
2
 die Genauigkeit der Messung wieder. 
Je näher R
2
 an 1 liegt, desto höher die Genauigkeit. Die Formel wurde später zur Errechnung der Stoffkonzentrationen der 
einzelnen Stämme verwendet. 
Die Standardkurven wurden aus der Gegenüberstellung der ermittelten Flächen der Peaks jeder 
HPLC-Messung für die unterschiedlichen Stoffmengenkonzentrationen erstellt. Anhand der 
Trendlinie wurde die Formel der Regressionsgeraden für die Errechnung der Konzentration der 
produzierten Stoffmenge in den generierten Stämmen erstellt.  
Für die letztendliche Berechnung der in Flüssigkultur produzierten Menge von FAD, FMD und 
Riboflavin eines einzelnen Stammes wurde die Fläche des spezifischen Peaks (Retentionszeit) für die 
Stoffe ermittelt und in die Formel eingesetzt. Danach wurde das Ergebnis durch das Trockengewicht 
des Myzels der Kultur dividiert und man erhielt die Stoffmengenkonzentration pro Gramm 
Trockengewicht. 
y = 2E-07x 
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Abbildung 27: HPLC-Messung des Zellextraktes von SAH49 auf Glukose. Detektiert wurden die Messungen bei einer 
Emissionswellenlänge von 525 nm. Die Fläche der "Peaks" wurde mit der Software "ChromStar 7" der Firma SCPA ermittelt 
und für die Quantifizierung verwendet. Die Peaks wurden anhand der Retentionszeiten identifiziert, die mittels der 
Standards ermittelt wurden (Abbildung 25). 
Um die Gesamtproduktion eines Stammes zu bestimmen, wurde für die Produktion von FAD, FMN 
und Riboflavin jeweils für das Myzel (intrazellulär) und den Überstand (extrazellulär) eine separate 
Messung durchgeführt und die Werte addiert. Da aus einem Molekül Riboflavin ein Molekül FMN 
und daraus ein Molekül FAD entsteht (Abbildung 17), wurden alle drei Stoffe gemessen, die 
Stoffmengen mittels der molaren Masse in mg/L umgerechnet, addiert und in den nachfolgenden 
Diagrammen als ein Balken dargestellt. Zur besseren Benennung und Abgrenzung von dem Wort 
"Gesamtproduktion", das die Addition von intrazellulärer und extrazellulärer Produktion beschreibt, 
wurde die Addition aus FAD, FMN und Riboflavin von einem Stamm als "FFR" bezeichnet. Je Stamm 
wurden zwei biologische Replikate (1 und 2) gemessen und getrennt voneinander dargestellt, da ein 
Mittelwert aus zwei Messungen keine statistische Aussagekraft hätte. 
Riboflavin-Produktion ist unabhängig von der eingesetzten C-Quelle 
Riboflavin ist essentiell für das Überleben eines Organismus. Ohne die Kofaktoren FAD und FMN 
können wichtige Prozesse wie die Atmungskette zur Energiegewinnung nicht ablaufen. Im Gegensatz 
zu vielen anderen Organismen, können Pilze wie A. nidulans Riboflavin selbst herstellen. Da der 
Grundumsatz von FMN und FAD (und somit von Riboflavin) in jedem Stamm unter gleichen 
Bedingungen nahezu identisch ist, kann dieser Faktor vernachlässigt werden. Es wurde gezeigt, dass 
es Organismen gibt, welche auf natürliche Weise große Mengen an Riboflavin erzeugen (zum Beispiel 
A. gossypii). Um zu Überprüfen, wie viel Riboflavin in A. nidulans produziert wird und ob ein 
Überschuss besteht, wurden die Konzentrationen der Gesamtproduktion (intra- und extrazellulär) 
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Die Messung erfolgte nach fünf Tagen Wachstum in RPM (Riboflavin-Produktionsmedium) bei 28°C 
und 200 rpm im Schüttelinkubator.  
 
 
Abbildung 28: Gesamtproduktion von FFR der Wildtypen SRF200 und GR5 unter Einsatz der Kohlenstoffquellen Glukose 
(Glu) und Threonin (Thr). Diese wurde mittels HPLC ermittelt. Nach der Messung wurden die Flächen der Peaks in die 
jeweilige Standardkurve für FMN, FAD und Riboflavin eingesetzt und das Trockengewicht mit eingerechnet (µM/g 
Trockengewicht). Durch die Berücksichtigung der molaren Masse konnte die Menge pro Liter in Abhängigkeit des 
Trockengewichtes des Myzels ermittelt werden (mg/L). Die Bezeichnung 1 und 2 stellt jeweils zwei biologische Replikate des 
Stammes dar. Für die Darstellung wurden die errechneten Konzentrationen der produzierten Stoffe aus dem Myzel und 
dem Überstand einer Probe addiert (Gesamtproduktion). Jeder Balken stellt außerdem eine Addition der Konzentration von 
FMN, FAD und Riboflavin (FFR) dar. Die Stämme wurden bei 28°C für fünf Tage schüttelnd inkubiert. 
Die biologischen Replikate (1 und 2) der Wildtypen SRF200 und GR5 produzieren etwa gleich viel FFR 
(zwischen 0,75 und 0,9 mg/L pro Gramm Trockengewicht) (Abbildung 28). Sowohl die Replikate als 
auch die unterschiedlichen Kohlenstoffquellen Glukose und Threonin ergaben ein sehr ähnliches 
Ergebnis. 
 
Überexpression von rib3, rib4 und rib5  steigert die Riboflavinproduktion 
Durch die C-terminale Fusion des CAAX-Motives und gleichzeitiger N-terminale Fusion von 
Fluoreszenzproteinen an die Enzyme der Riboflavin-Biosynthese (Abbildung 24) konnte festgestellt 
werden, dass die Enzyme Rib1, Rib2 und Rib7 trotz CAAX-Motivs nicht in der Membran lokalisiert 
waren. Die Theorie Zellmembranen als biotechnologische Oberflächen zu nutzen setzt dies jedoch 
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wurden im Folgenden nur noch die Enzyme Rib3, Rib4 und Rib5 betrachtet. Besonderer Fokus lag 
dabei auf den beiden letzten Enzymen der Biosynthese Rib4 und Rib5. 
 
 
Abbildung 29: Gesamtproduktion von FFR ohne CAAX-Motiv bei (A) inhibierenden oder (B) induzierenden Bedingungen. 
Diese wurde mittels HPLC ermittelt. Nach der Messung wurden die Flächen der Peaks in die jeweilige Standardkurve für 
FMN, FAD und Riboflavin eingesetzt und das Trockengewicht mit eingerechnet (µM/g Trockengewicht). Durch die 
Berücksichtigung der molaren Masse konnte die Menge pro Liter in Abhängigkeit des Trockengewichtes des Myzels 
ermittelt werden (mg/L). Die Bezeichnung 1 und 2 stellt jeweils zwei biologische Replikate des Stammes dar. Für die 
Darstellung wurden die errechneten Konzentrationen der produzierten Stoffe aus dem Myzel und dem Überstand einer 
Probe addiert (Gesamtproduktion). Jeder Balken stellt außerdem eine Addition der Konzentrationen von FMN, FAD und 
Riboflavin (FFR) dar. Gezeigt sind Überexpressionen der Gene rib4 (SAH39), rib5 (SAH40), die Kombination aus den Genen 
rib4 und rib5 (SAH43) und die Kombination aus rib3 und rib4 (SAH56). Die Stämme wurden bei 28°C und 200 rpm für fünf 
Tage inkubiert. 
Um eine Vergleichsmöglichkeit zu haben, wie sich A. nidulans bei Überexpression bestimmter 
Riboflavingene verhält, wurden die Gene rib4 (A. nidulans SAH39), rib5 (SAH40), die Kombination aus 
den Genen rib4 und rib5 (SAH43) und die Kombination aus rib3 und rib4 (SAH56) mit Hilfe des alcA-
Promotors überexprimiert. Als Kontrolle wurden alle Stämme in RPM 
(Riboflavinproduktionsmedium) mit Threonin (Abbildung 29B) und Glukose inkubiert (Abbildung 
29A). Die Messung erfolgte mittels HPLC. 
Die biologischen Replikate (1 und 2) der Stämme wurden nicht gemittelt sondern getrennt 
voneinander dargestellt, da zwei Werte keine Statistik ergeben. Sie zeigten allerdings fast identische 
Werte. Wenn die Mutanten in RPM mit Glukose (Abbildung 29A) inkubiert wurden, verhielten sich 
SAH39, SAH40, SAH43 und SAH56 in etwa wie die Wildtypen (Abbildung 28). Die Gesamtproduktion 
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mit Threonin (Abbildung 29B) (Überexpressionsbedingungen), konnte SAH39 (alcA::rib4) 1,5-mal 
mehr FFR produzieren als in Medium mit Glukose. In SAH40 (alcA::rib5) war mit 1,9-mal mehr FFR die 
höchste Steigerung zu beobachten. SAH43 (alcA::rib4 und alcA::rib5) produzierte im Vergleich zu 
Wachstum auf Glukose 1,66-mal mehr FFR bei Induktion der Gene. Bezüglich der absoluten Werte 
produzierte SAH43 in RPM mit Threonin aber genauso viel FFR (1,43 mg/L pro Gramm Trockenmasse) 
wie SAH40 (1,43 mg/L) und mehr als SAH39 (1,24 mg/L). SAH56 (alcA::rib3 und alcA::rib4) konnte bei 
Induktion 1,18 mg/L FFR produzieren was 1,66-mal mehr FFR im Gegensatz zum Wachstum auf 
Glukose darstellt. 
Membranlokalisierung von Rib4 hat einen Einfluss auf die Riboflavinproduktion 
Zur Untersuchung der Produktion der Riboflavin-Biosynthese durch Verlagerung gewisser Enzyme 
der Biosynthese in die Zellmembran und die Nutzung dieser als biotechnologische Oberfläche 
wurden die gleichen Gene wie aus dem vorigen Abschnitt nicht nur überexprimiert, sondern 
zusätzlich am C-Terminus mit dem CAAX-Motiv markiert. Somit können Produktionsunterschiede von 
Riboflavin zwischen Überexpression alleine (Abbildung 29B) und einer zusätzlichen 
Membranlokalisierung der Proteine ermittelt werden (Abbildung 30B). 
 
 
Abbildung 30: Gesamtproduktion von FFR mit CAAX-Motiv bei (A) inhibierenden und (B) induzierenden Bedingungen. 
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FMN, FAD und Riboflavin eingesetzt und das Trockengewicht mit eingerechnet (µM/g Trockengewicht). Durch die 
Berücksichtigung der molaren Masse konnte die Menge pro Liter in Abhängigkeit des Trockengewichtes des Myzels 
ermittelt werden (mg/L). Die Bezeichnung 1 und 2 stellt jeweils zwei biologische Replikate des Stammes dar. Für die 
Darstellung wurden die errechneten Konzentrationen der produzierten Stoffe aus dem Myzel und dem Überstand einer 
Probe addiert (Gesamtproduktion). Jeder Balken stellt außerdem eine Addition der Konzentrationen von FMN, FAD und 
Riboflavin (FFR) dar. Gezeigt sind die Gene rib4 (SAH49), rib5 (SAH52), die Kombination aus den Genen rib4 und rib5 
(SAH51) und die Kombination aus rib3 und rib4 (SAH53) die mit dem alcA-Promotor N-terminal und dem CAAX-Motiv C-
terminal markiert wurden. 
Um eine Überexpression der Gene und spätere Membranlokalisierung der Proteine herbeizuführen, 
wurden die Gene rib4 (SAH49), rib5 (SAH52), die Kombination aus den Genen rib4 und rib5 (SAH51) 
und die Kombination aus rib3 und rib4 (SAH53) mit dem alcA-Promotor N-terminal und dem CAAX-
Motiv C-terminal markiert. Die Stämme wurden fünf Tage in RPM mit Glukose oder Threonin bei 28 
°C schüttelnd inkubiert und danach wurde die FFR-Produktion mittels HPLC gemessen. 
Auch hier sind die biologischen Replikate (1 und 2) der Stämme einzeln aufgeführt, da eine Mittelung 
zweier Messwerte keine statistische Aussagekraft hat. Sie waren nahezu identisch. In RPM mit 
Glukose (Kontrollbedingungen) (Abbildung 30A) zeigten die Stämme eine vergleichbare FFR-
Produktion (0,66 bis 0,75 mg/L) zu den Wildtypen (Abbildung 28). Bei Induktion (Abbildung 30B) 
produzierte SAH49 (alcA::rib4::CAAX) 2,25 mal mehr FFR als auf Glukose (1,61 mg/L). Im Vergleich zu 
SAH39 (alcA::rib4) auf Threonin konnte die 1,3-fache Menge erreicht werden. SAH52 
(alcA::rib5::CAAX) produzierte bei Wachstum auf Threonin (1,5 mg/L) 2,15 mal mehr FFR als auf 
Glukose (0,7 mg/L). Dieser Stamm produzierte durch Induktion minimal mehr FFR als SAH40 
(alcA::rib5) bei gleichen Bedingungen. SAH51 (alcA::rib4::CAAX und alcA::rib5::CAAX) konnte durch 
Induktion eine Konzentration von 1,69 mg/L pro Gramm Trockenmasse erreichen. Das ist 2,3 mal so 
viel wie ohne Induktion und 1,17 mal mehr als SAH43 (alcA::rib4 und alcA::rib5). SAH53 
(alcA::rib3::CAAX und alcA::rib4::CAAX) produzierte auf Threonin (Induktion) 1,44 mg/L. Das war 
2,17-mal so viel FFR wie auf Glukose und 1,21 mal mehr als der Stamm SAH56 (alcA::rib3 und 
alcA::rib4). 
Abhängigkeit der Wachstumsrate von der Kohlenstoffquelle 
A. nidulans wächst auf verschiedenen Kohlenstoffquellen unterschiedlich gut. Da die Gene der 
Riboflavin-Mutanten unter der Kontrolle des alcA-Promotors stehen, wurden sie zur Kontrolle in RPM 
mit Glukose und für die Induktion in RPM mit Threonin inkubiert (Felenbok, 1991). 
Produktionsunterschiede können auch daher kommen, dass ein Stamm grundsätzlich höhere 
Mengen Biomasse produziert und somit eine höhere Riboflavin-Produktion aufweist. Da dieser 
Faktor durch Einbeziehen des Trockengewichts in den Abbildungen 28, 29 und 30 berücksichtigt 
wurde, sind die Daten somit unabhängig von der Menge der Biomasse des Stammes dargestellt. 
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Tabelle 7: Menge der Trockenmasse der Wildtyp- und Riboflavin-Produktionsstämme von Abbildung 28, 29 und 30. 
  
Glukose Threonin 
Stamm Genotyp 1 2 1 2 
SRF200 WT 1 1,2 8 1,05 
GR5 WT 1 1,3 0,9 1,1 
SAH39 alcA::rib4  1,3 1,3 0,7 0,8 
SAH40 alcA::rib5 1,3 1,1 0,6 0,8 
SAH43 alcA::rib4 und alcA::rib5  1,3 1,3 0,7 0,8 
SAH56 alcA::rib3 und alcA::rib4  1 1,2 0,8 0,9 
SAH49 alcA::rib4::CAAX  1,2 1,3 0,7 0,7 
SAH52 alcA::rib5::CAAX  1,1 1,2 0,8 0,7 
SAH51 alcA::rib4::CAAX und alcA::rib5::CAAX  1,1 1,1 0,6 0,75 
SAH53 alcA::rib3::CAAX und alcA::rib4::CAAX  1 1 0,8 0,7 
 
Die Menge Trockenmasse der Wildtyp- wie auch der Riboflavin-Produktionsstämme liegen jeweils bei 
Wachstum auf Glukose oder Threonin in der gleichen Größenordnung. Vergleicht man das Wachstum 
auf den beiden Kohlenstoffquellen lassen sich Unterschiede von 0,2 - 0,7 Gramm erkennen. Auf 
Glukose wird somit je nach Stamm etwa 1,3 bis 1,8 mal mehr Biomasse als auf Threonin gebildet. Die 
Unterschiede sind in den Wildtypstämmen weniger stark ausgeprägt als in den Riboflavin-
Produktionsstämmen (Tabelle 7). 
CAAX-Motiv übt keinen Einfluss auf die Aktivität von Rib4 und Rib5 aus 
Durch die Überexpression von rib4 und rib5 konnte die Riboflavin-Produktion gesteigert werden 
(Abbildung 29B). Durch eine Positionierung von Rib4 in der Membran wurde sie noch einmal erhöht 
(Abbildung 30B). Im nächsten Schritt sollte untersucht werden, ob die Enzyme im aktiven Zustand 
vorliegen und ob es einen Mengenunterschied zwischen den Versionen mit oder ohne CAAX-Motiv 
gibt, welcher die Produktion beeinflussen könnte. Es wurden sowohl die Dismutation von DMRL zu 
Riboflavin, katalysiert durch die Riboflavin-Synthase Rib5, als auch die Kondensation von ArP und 
DHBP zu DMRL, katalysiert von der Lumazin-Synthase Rib4 genauer untersucht (Abbildung 16). Da 
die Reaktion von Rib4 vor Rib5 geschaltet ist, ist es denkbar, dass eine Überexpression von rib4 einen 
Einfluss auf die Enzymreaktion von Rib5 hat. Es könnte daher möglich sein, die Reaktion der Lumazin-
Synthase (Rib4) indirekt durch einen Riboflavin-Synthase (Rib5)-spezifischen Enzymversuch 
nachzuweisen. Aus diesem Grund wurden neben dem Wildtyp SRF200 zusätzlich zu den Stämmen 
SAH40 (alcA::rib5) und SAH52 (alcA::rib5::CAAX), die Stämme SAH39 (alcA::rib4), SAH43 (alcA::rib4 
und alcA::rib5), SAH49 (alcA::rib4::CAAX) und SAH51 (alcA::rib4::CAAX und alcA::rib5::CAAX) in den 
Enzymversuch mit DMRL mit einbezogen.  
 




Abbildung 31: Menge von aktivem Rib5 in verschiedenen Riboflavin-Mutanten. Die Stämme wurden fünf Tage in RPM bei 
28°C unter (A) inhibierenden oder (B) induzierenden Bedingungen inkubiert. Gezeigt sind die Stämme SAH40 und SAH52, 
bei denen rib5 ohne und mit CAAX-Motiv reguliert ist; SAH39 und SAH49, bei denen rib5 nur indirekt beeinflusst werden 
konnte und SAH43 und SAH51, bei denen rib5 in Kombination mit rib4 reguliert wurde. 
Für die Bestimmung der aktiven Menge Rib5 wurden die Stämme wie für die HPLC-Analyse inkubiert 
(fünf Tage in RPM mit Glukose oder Threonin bei 28°C) und geerntet. Wachstum auf Glukose führte 
zu ähnlichen Werten Riboflavin-Synthase (Rib5) Aktivität in den gentechnisch veränderten Stämmen 
wie im Wildtyp (8-11 Units pro mg Protein) (Abbildung 31A). Nur SAH40 (Überexpression von rib5) 
und SAH43 (Überexpression von rib4 und rib5) zeigten eine leicht erhöhte Rib5-Aktivität (9-13 U/mg 
Protein). Durch eine Induktion mittels Threonin zeigte der Wildtyp die gleichen Rib5 -Werte(8 U/mg) 
wie bei Wachstum in Glukose (Abbildung 31B). Alle Mutanten lieferten etwa 16 U/mg Rib5, 
unabhängig davon ob die Proteine mit CAAX-Motiv fusioniert waren oder nicht. Das bedeutet zum 
einen, dass die Expression der Riboflavin-Synthase von der der Lumazin-Synthase abhängig ist. Zum 
anderen kann damit belegt werden, dass die gesteigerte Riboflavin-Produktion durch die 
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Die Produktionssteigerung von Primär- oder Sekundärmetaboliten war und ist eine wichtige Aufgabe 
der Biotechnologie um beispielsweise den Bedarf der Menschheit an Nahrungsmitteln und 
Medikamenten zu decken. Im ersten Teil der Arbeit wurde der Ansatz verfolgt Enzyme einer 
Biosynthese aus dem Zytoplasma in die Peroxisomen zu transferieren. In diesem Teil sollten die 
Enzyme der Riboflavin-Biosynthese in der Membran verankert werden um diese als 
biotechnologische Oberfläche nutzbar zu machen und eine Steigerung der Riboflavinproduktion zu 
erreichen. Kurze Wege und eine direkte Verfügbarkeit von Grundbausteinen haben sich als effiziente 
Strategie bewährt, welche unter anderem in der Auto- oder Lebensmittelindustrie Anwendung 
findet. Auf die Zelle übertragen bedeutet dies durch eine Verankerung der Enzyme in der 
Zellmembran eine Nähe zu erzeugen, die im Zytoplasma so nicht gegeben ist. Die Wahrscheinlichkeit, 
dass ein Zwischenprodukt der Riboflavinsynthese direkt auf das nächste Enzym trifft, wird erhöht und 
somit auch die Reaktionsgeschwindigkeit. Die Riboflavin-Biosynthese findet ursprünglich im 
Zytoplasma statt (Iatsishin et al., 2009). Damit ändert eine Integration der Enzyme in die 
Zellmembran das umliegende Milieu nicht. Zusätzlich konnte errechnet werden, dass an der 
Zytoplasmamembran genügend Platz ist um die Riboflavin-Biosynthese-Enzyme aufzunehmen. 
Die Verankerung der Enzyme in die Zellmembran wurde durch das Anhängen des CAAX-Motivs von 
TeaR erreicht. Dieses Motiv wurde an den C-Terminus der Proteine fusioniert. Im Falle einer 
Membranverankerung von GFP und Rib4 konnte beobachtet werden, dass zusätzlich zur 
Zytoplasmamembran auch Strukturen innerhalb der Zelle fluoreszent markiert waren. Diese 
Strukturen könnten Akkumulationen von fluoreszent markierten Enzymen darstellen, die 
ursprünglich an der Zytoplasmamembran saßen und nun Abbauprozessen im Zytoplasma zugeführt 
wurden (Hicke & Riezman, 1996; Volland et al., 1994). Denkbar ist zudem, dass die mit CAAX 
fusionierten Proteine in die Membran von zellinternen Strukturen (beispielsweise Peroxisomen, dem 
Nukleus oder Mitochondrien) verankert wurden (Gao et al., 2009).  
Die Enzyme Rib3 und Rib5 konnten an der Zellmembran verankert werden, wohingegen Rib1, Rib2 
und Rib7 durch das CAAX-Motiv nicht an der Zellmembran verankert werden konnten. Die 
individuelle Konformation eines Proteins könnte ein möglicher Grund dafür sein, warum sich manche 
Proteine in die Membran integrieren lassen und andere nicht. Eine C-terminale Fusion des CAAX-
Motives kann zu einer Veränderung dieser Konformation oder zu einer zusätzlichen internen Bindung 
zwischen einzelnen Aminosäuren führen, sodass die Funktion der Membranverankerung verloren 
geht. Die Modellierung der Enzyme ohne CAAX-Motiv zeigte, dass der C-Terminus von allen Enzymen 
nach außen gerichtet ist.
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Abbildung 32: Modellierung der Riboflavin-Biosynthese-Enzyme mit C-terminaler Fusion des CAAX-Motives und TeaR in 
A. nidulans. Die Tertiärstruktur der Proteine ist in grün, die Aminosäuren des CAAX-Motives als Punkte dargestellt. Je 
Enzym wurden fünf Modelle erstellt, wobei nur das erste Modell mit der höchsten Qualität und Wahrscheinlichkeit 
(höchster C-Score und bester TM-Score) gezeigt ist. Die Sequenzen der Proteine wurden der AspGD entnommen (Cerqueira 
et al., 2014), mit dem Algorithmus von I-TASSER modelliert (Roy et al., 2010; Roy et al., 2012; Zhang, 2008) und in PyMol 
dargestellt (Schrödinger, 2010). Die Größen der Proteine sind nicht maßstabsgetreu. Man kann erkennen, dass das CAAX-
Motiv bei den Enzymen Rib1, Rib2 und Rib7 und bei TeaR von weiteren Strukturen des Proteins umschlossen wird. Es 
existiert jedoch jeweils ein Modell, bei dem das CAAX-Motiv außerhalb liegt (nicht gezeigt). Bei den Enzymen Rib3, Rib4 und 
Rib5 wird das CAAX-Motiv bei keinem der Modelle von anderen Strukturen des jeweiligen Proteins umschlossen. 
Die Modellierung der Enzyme der Riboflavin-Biosynthese zeigt im Falle von Rib1, Rib2 und Rib7, dass 
das CAAX-Motives von zusätzlichen Strukturen des Proteins umgeben ist, was allerdings keinen 
Einfluss auf die Funktion haben muss (Abbildung 32). Eine Modellierung von TeaR selbst zeigte, dass 
auch dort das CAAX-Motiv an Aminosäuren des Proteins bindet und mit ihnen interne Strukturen 
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bildet. Auch bei Rib3, Rib4 und Rib5 geht das CAAX-Motiv mit internen Aminosäuren des Proteins 
Bindungen ein, die daraus resultierenden Strukturen befinden sich allerdings im Gegensatz zu jenen 
in TeaR auf der Außenseite des Proteins.  
Ein zweiter Grund warum die Verankerung in der Zellmembran nicht stattgefunden hat, könnte an 
einem unterschiedlichen Grad der Komplexizität von Riboflavin-Biosynthese-Enzymen in vivo sein. Es 
ist bekannt, dass zum Beispiel Rib1 in Mycobacterium tuberculosis (Singh et al., 2013), Rib3 in 
Candida albicans (Le Trong & Stenkamp, 2008) und Rib7 in S. cerevisiae (Lv et al., 2013) als Homo-
Dimere vorliegen. Rib2 liegt in Bacillus subtilis als Homo-Tetramer (Chen et al., 2013) und Rib5 in 
Schizosaccharomyces pombe als Monomer vor (Gerhardt et al., 2002b). Das Enzym Rib4 bildet in 
Pilzen ein Homo-Pentamer (Gerhardt et al., 2002a; Koch et al., 2004; Meining et al., 2000; Persson et 
al., 1999). In beispielsweise B. subtilis und E. coli hingegen liegt Rib4 als ikosadrisches (zwanzig 
Flächen) Kapsid mit einer Masse von etwa 1 MDa vor (Ladenstein et al., 1988; Ladenstein et al., 1994; 
Mortl et al., 1996; Ritsert et al., 1995). In Bacillaceae formen die Enzyme Rib4 und Rib5 einen 
einzigartigen Komplex. Dieser besteht aus einer ikosaedrischen Hülle aus 60 Lumazin-Synthasen (β-
Untereinheiten) und einem Kern aus drei Riboflavin-Synthasen (α-Untereinheiten) (Bacher et al., 
1980; Ladenstein et al., 2013). Somit ist anzunehmen, dass in A. nidulans ebenfalls höhergradige 
Komplexe (Quartärstruktur) gebildet werden, wodurch die C-Termini in die Mitte eines 
Proteinkomplexes gelangen und dort das CAAX-Motiv seine Funktion als Membrananker nicht mehr 
ausüben kann. Die Modellierung der Enzyme der Riboflavin-Biosynthese in A. nidulans geschah 
ausschließlich mit Monomeren als Tertiärstruktur. Die Auswirkung eventueller Quartärstrukturen 
konnte deshalb nicht vorhergesagt werden. 
Stämme mit Überexpressionen der Gene rib3, rib4 und rib5, von denen die Proteine in die Membran 
verankert werden konnten, und Stämme mit Überexpressionen der CAAX-markierten Gene und 
Kombinationen daraus wurden auf ihre Riboflavin-Produktion getestet und miteinander verglichen 
(Abbildung 33).  
 




Abbildung 33: Zusammenfassende Darstellung zur Riboflavin-Produktion. Gezeigt sind die Gesamtproduktionsmengen von 
FFR (FMN, FAD und Riboflavin) bei induzierenden Bedingungen in mg/L pro Gramm Trockenmasse des Myzels. 
Zusätzlich zur produzierten Menge Riboflavin wurde auch die Menge von FMN und FAD gemessen. 
Dies war notwendig um die Gesamtproduktion von Riboflavin zu erfassen. Industriell zur Riboflavin-
Produktion verwendete Stämme besitzen im Gegensatz zum Laborstamm keine Flavokinase und FAD-
Synthetase, welche Riboflavin zu FMN und FAD umbauen. In B. subtilis zum Beispiel ist das Gen ribC 
deletiert (Coquard et al., 1997), das beide Funktionen inne hat. Da Riboflavin zu FMN und FMN 
weiter zu FAD umgewandelt wird, wurden die Messungen addiert und durch den Wert "FFR" 
repräsentiert. 
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Da FFR sowohl intra- als auch extrazellulär produziert wird, wurden beide Messwerte addiert 
("Gesamtproduktion von FFR"). Interessanter Weise befand sich intrazellulär eine größere Menge 
FMN, wohingegen Riboflavin und FAD extrazellulär dominierten (Abbildung 36, Anhang). Das liegt 
daran, dass Riboflavin und FMN zwar beide hydrophil sind, die Löslichkeit von FMN in Wasser aber 
200-mal höher ist als die von Riboflavin (Berezovskii, 1973). Somit kann Riboflavin besser über die 
Membran diffundieren als FMN, das sich im Inneren anreichert. Um die Sekretion von Riboflavin 
noch weiter zu erhöhen, können zusätzlich Transporter wie RibM aus Streptomyces davawensis 
eingesetzt werden (Hemberger et al., 2011). Damit kann der langwierige und kostspielige Schritt des 
Zellaufbruchs mit anschließender Aufreinigung von Riboflavin umgangen werden. Dieser Transporter 
befördert Riboflavin passiv (ohne Energieverlust) über die Membran. Die Transportrichtung wird 
durch das Konzentrationsgefälle von Riboflavin an der Zellmembran bestimmt. Zudem existieren 
eventuell Rückkopplungsprozesse bei denen ein Mangel an Riboflavin im Zellinneren ein Signal zur 
Riboflavin-Produktion sendet. Andere Riboflavin-Transporter wie beispielsweise RibU aus B. subtilis 
benötigen im Gegensatz zu RibM Energie für den Transport (Eitinger et al., 2011; Neubauer et al., 
2009; Rodionov et al., 2009; ter Beek et al., 2011; Zhang et al., 2010). In E. coli existiert ein 
Transporter (YeeO), der FMN und FAD transportieren kann (McAnulty & Wood, 2014). Liegt dieser 
Transporter in der Membran von E. coli vor, erhöhen sich die intrazellulären Mengen von Riboflavin. 
Es wäre interessant herauszufinden, ob ein Mangel wichtiger Kofaktoren wie FMN und FAD alleine zu 
einer erhöhten Riboflavin Produktion führen kann. Eine Kombination aus Riboflavin-Export und 
gleichzeitiger FMN- und FAD-Sekretion (RibM oder RibU in Kombination mit YeeO) könnte in einem  
Signal für den Pilz resultieren mehr Riboflavin zu produzieren und somit eine Chance darstellen um 
die Riboflavin-Produktion noch weiter zu steigern.  
In fast allen Stämmen wurden im Vergleich zu FMN und Riboflavin geringere Mengen FAD detektiert. 
Das liegt daran, dass die FAD-Synthetase durch ihr Produkt (FAD) inhibiert wird (Yamada et al., 1990). 
Auch in H. polymorpha wirkt freies FAD als Repressor der Riboflavin-Biosynthese (Brooke et al., 
1986). Der Grundumsatz von FMN und FAD sollte in jedem Stamm nahezu identisch sein oder nicht 
messbare Unterschiede zeigen. Viele Flavine existieren intrazellulär zusätzlich als gebundene 
Kofaktoren (Wilson & Pardee, 1962). Da diese ebenfalls in etwa gleichen Mengen vorhanden sein 
sollten, wurden sie nicht in die Betrachtungen mit einbezogen. 
Das Wachstumsstadium hat einen entscheidenden Einfluss auf die Riboflavin-Produktion (Schlosser 
et al., 2007). Die höchste Riboflavin-Produktion findet zwischen der Wachstumsphase und der 
stationären Phase einer Kultur statt (somit in Phasen mit abnehmender Wachstumsgeschwindigkeit). 
In diesen Phasen werden rib3, rib4 und rib5 in A. gossypii stärker exprimiert (Schlosser et al., 2007). 
Durch die Verwendung des alcA-Promoters zur Induktion der Riboflavinsynthese auf Threonin haben 
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alle Riboflavin-Stämme in dieser Arbeit nach fünf Tagen Wachstum auf Threonin weniger 
Trockenmasse angehäuft, teilweise nur annähernd die Hälfte im Vergleich zu Wachstum auf Glukose. 
Dafür zeigten sie vergleichbare oder sogar erhöhte Riboflavin-Mengen. Durch die Berücksichtigung 
der Trockenmasse in die Endproduktion erzielten sie bei Wachstum auf Threonin wesentlich höhere 
Produktionsmengen als auf Glukose. Eine weitere Optimierung des Systems würde eine 
Verbesserung der Kultivierungsbedingungen auf Threonin oder ein Wechseln zu einem 
Kohlenstoffquellen-unabhängigen Expressionssystems wie dem "Tet-ON"-System sein (Meyer et al., 
2011).  
Die Menge an produziertem FFR war hingegen in allen Replikaten annähernd identisch. Jedoch gab 
es Schwankungen von Riboflavin, FMN und FAD innerhalb der Replikate. Da es sich um biologische 
Replikate handelt und die Stämme aus unabhängigen Transformationen entstanden sind, könnten 
zusätzliche Mutationen die Reaktionsgleichgewichte beeinflusst haben. Außerdem ist es fast 
ausgeschlossen zwei unabhängig voneinander gewachsene Stämme mit exakt der selben 
Konzentration Riboflavin, FMN und FAD zu finden, da die Enzymreaktionen ständig ablaufen und 
viele Faktoren diese beschleunigen oder verlangsamen können. 
Für die Messungen der Gesamtproduktion von FFR in A. nidulans wurden zwei Wildtypen (SRF200 
und GR5) verwendet. Diese produzierten unabhängig von der Kohlenstoffquelle (Glukose oder 
Threonin) die gleiche Menge FFR. Stämme mit Überexpressionen der Gene rib4, rib5, rib4 und rib5, 
sowie rib3 und rib4 zeigten alle eine erhöhte Riboflavin-Produktion (Abbildung 33). Im Vergleich zum 
Wildtyp konnten durch die Überexpression von rib4 bei Induktion 1,51-mal mehr FFR, von rib5 1,74-
mal so viel FFR, durch die Kombination aus den Überexpressionen von rib4 und rib5  ebenfalls 1,74-
mal so viel FFR und durch die Kombination aus den Überexpressionen von rib3 und rib4 1,43-mal 
mehr FFR hergestellt werden. Bei einem Vergleich der FFR Gesamtproduktion der Stämme zwischen 
induzierenden und nicht-induzierenden Bedingungen konnten noch höhere Unterschiede festgestellt 
werden. Auch in anderen Organismen konnten durch eine Überexpression von jedem der Gene 
Engpässe umgangen werden. In A. gossypii W122032, ein Stamm mit sehr hoher Riboflavin-
Produktion, konnte eine höhere Expression aller sechs direkt an der Riboflavin-Biosynthese 
beteiligten Gene nachgewiesen werden (Kato & Park, 2012). In Pichia pastoris konnte durch die 
Überexpression von Rib1, Rib3, Rib4 und Rib5 die Riboflavin-Produktion gesteigert werden (Marx et 
al., 2008). Eine computergestützte Analyse der Netzwerkdynamik der Riboflavin-Biosynthese in B. 
subtilis ergab, dass RibA (entspricht Rib1 und Rib3 in A. nidulans) der erste limitierende Faktor ist. 
Dies wurde bereits experimentell bestätigt (Hümbelin et al., 1999). Direkt darauf folgt RibH (Rib4 in 
A. nidulans) (Birkenmeier et al., 2014).  
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Neben den schon angesprochenen Überexpressionen und der Nutzung von Transportern sind auch 
Einflüsse auf die Riboflavin-Biosynthese durch Veränderungen in Synthesewegen bekannt. In A. 
gossypii wurde der bereits erwähnte Stamm W122032 mittels DNA-Microarray genauer untersucht. 
Eine Änderung in der Expressionsrate der Gene für die β-Oxidation oder des Glyoxylat-Zyklus 
(Ledesma-Amaro et al., 2014), des Zitratzyklus oder der Glukoneogenese (Kato & Park, 2012) hatte 
eine direkte Auswirkung auf die Riboflavin-Produktion. Genauer gesagt wurden die Gene der Purin- 
und Riboflavin-Biosynthese stärker exprimiert, wohingegen die Gene zur Kohlenstoffaufnahme, 
Energiegewinnung und der Glykolyse schwächer exprimiert wurden. Das bedeutete im Endeffekt 
eine Verlagerung des Kohlenstoffflusses von der β-Oxidation zur Riboflavin-Biosynthese (Park et al., 
2011). Eine erhöhte GTP-Zufuhr über den Pentosephosphatweg und den Purin-Syntheseweg führte 
ebenfalls zu einer Erhöhung der Riboflavin-Produktion in A. gossypii (Jeong et al., 2015). Es werden 
offensichtlich durch diese Veränderungen Engpässe umgangen um so eine bessere Produktion von 
Riboflavin zu ermöglichen. Allerdings werden durch genetische Veränderungen immer wieder neue 
Engpässe unabsichtlich hinzugefügt, sodass eine genaue Kalibrierung der besten Kombinationen aller 
Möglichkeiten notwendig ist. 
Ein möglicher Engpass in A. nidulans konnte durch eine Membranverankerung von Rib4 umgangen 
werden. Die Verankerung von Rib4 zeigte eine erhöhte FFR-Produktion im Vergleich zur 
Überexpression von rib4. Jedoch konnte eine Kombination aus Rib3 und Rib4 in der Membran nicht 
mehr FFR produzieren als eine Verankerung von Rib4 alleine. Eine Verankerung von Rib5 zeigte eine 
minimale Produktionssteigung von FFR im Gegensatz zur Überexpression von rib5. Durch eine 
Kombination aus membrangebundenem Rib4 und Rib5 konnte mehr FFR produziert werden als durch 
die bloße Überexpression der Gene. Folglich konnte die FFR-Produktion durch die Beteiligung von 
membranständigem Rib4 gesteigert werden.  
Die Kombination aus einer Membranverankerung von Rib4 und Rib5 ergab die mengenmäßig 
höchste Riboflavin-Produktion. Es ist anzunehmen, dass sich durch die teilweise Immobilisierung 
dieser beiden Enzyme, ähnlich wie in dem β60α3-Kapsid aus Bacillaceaen (Bacher et al., 1980) eine 
effizientere Übergabe eines Intermediates auf das folgende Enzym ergibt (Kis & Bacher, 1995). 
Die Beziehung von Rib4 zu Rib5 wird auch durch einen Enzymversuch mit DMRL sichtbar. Damit 
wurde die Aktivität von Rib5 in vitro nachgewiesen. Es zeigte sich, dass durch eine Überexpression 
von rib4 die Aktivität von Rib5 anstieg und zwar in gleichem Ausmaß wie bei einer Überexpression 
von rib5. Selbst durch eine zusätzliche Membranverankerung von Rib5 blieb die Aktivität nahezu 
identisch. Das bedeutet, dass die Verankerung in der Membran von Rib4 ausschlaggebend ist für die 
Produktionssteigerung von FFR in Stämmen mit fusioniertem CAAX und nicht etwa eine gesteigerte 
Menge des Enzyms. 
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Eukaryotische Membranen können in unterschiedliche Bereiche unterteilt werden (Lingwood & 
Simons, 2010; Rajendran & Simons, 2005; Rothberg et al., 1990). Sterole und Sphingolipide bilden 
"Cluster" in der Membran in einem Mix mit Glycerophospholipiden. Diese Domänen werden "Lipid 
Rafts" genannt. Sie markieren unterschiedliche Regionen in der Membran, in denen Proteine mit GPI 
(Glycosylphosphatidylinositol)-Ankern oder Lipid-assoziierte Proteine spezifisch binden (Schuck & 
Simons, 2004; Simons & Toomre, 2000). Da TeaR in sterol-reichen Plasmamembrandomänen 
verankert wird (Takeshita et al., 2008), kann man annehmen, dass auch Proteine mit dem CAAX-
Motiv von TeaR dort verankert werden. Membrandomänen bieten ein großes Potential für die 
Biotechnologie. Mit dem Wissen, dass eine Membranverankerung eine Produktionssteigerung 
bewirken kann, könnten spezielle Membranbereiche gebildet werden, in denen durch Fusion von 
verschiedenen Motiven nur ein Biosyntheseweg ablaufen kann. Durch diese gezielte Einteilung der 
Membran würden also Cluster für je einen Biosyntheseweg entstehen. Dieses Prinzip gleicht den 
bakteriellen Mikrokompartimenten (BMCs, "Bacterial Micro-compartments"), in denen jeweils ein 
Biosyntheseweg abläuft und dadurch die Synthese durch Abgrenzung zu anderen Synthesewegen im 
Zytoplasma erreicht werden kann (Kerfeld et al., 2010). 
Die erfolgreiche Produktionssteigerung durch die Membranverankerung von Rib4 stellt einen neuen 
Ansatzpunkt für weitere Untersuchungen und die Erstellung von Produktionsstämmen dar.  
Zusammenfassend kann gesagt werden, dass eine Produktionssteigerung von Primär- oder 
Sekundärmetaboliten durch eine Verlagerung von Biosynthese-Enzymen in vivo mit zelleigenen 
Strukturen erreicht werden kann. Allerdings ist zwischen einer Verringerung des Substratflusses , der 
Entfernung der Enzyme voneinander und der Verlagerung eines Enzyms zu unterscheiden. Jedes 
Enzym hat eigene spezifische Eigenschaften wie Konformation, Liganden, und Stabilität in 
unterschiedlichen Milieus. Selbst ein Enzym mit der gleichen Funktion in unterschiedlichen 
Organismen (vor allem zwischen Pro- und Eukaryoten) kann andere Eigenschaften besitzen. Wie in 
Teil I erwähnt, wäre auch hier interessant, ob sich eine Membranverankerung von anderen 
Stoffwechselwegen oder in anderen Organismen ebenfalls positiv auf die Produktion auswirken kann 
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Material & Methoden  
Allgemein 
Stämme, Plasmide und Kulturbedingungen 
Die verwendeten Chemikalien und Reagenzien stammten, wenn nicht gesondert aufgeführt, von den 
Firmen AppliChem (Darmstadt), Roth (Karlsruhe), Sigma-Aldrich (Steinheim), Merck (Darmstadt), 
Biozym (Hessisch Oldendorf) und Serva (Heidelberg). Restriktionsenzyme und DNA-Marker stammten 
von New England Biolabs (Frankfurt) und Fermentas (St. Leon-Rot). Sequenzierungen wurden 
durchgeführt bei Eurofins MWG Operon (Ebersberg). In dieser Arbeit wurden die in Tabelle 8 
aufgeführten Geräte verwendet. 
Tabelle 8: Verwendete Geräte 
Gerät Typ Hersteller 
Autoklaven Systec 3850 ELV 
Systec VE-75 
Systec GmbH, Wittenberg 
Zentrifugen Universal 320 R 
Sorvall RC 6+ (Rotor SS-34) 
Eppendorf 5415R, 5415D, 5424 
Hettich Zentrifuge, Deutschland 
Thermo Scientific, Deutschland 
Eppendorf, Hamburg 
Gelscanner SnapScan1236 Agfa, Köln 
Inkubatoren/Schüttler Minitron AI 72 
Heraeus 6000 
Infors AG, Bottmingen 
Heraeus Instruments 




Heizblock Thermomixer 5436 
Thermomixer comfort 
Eppendorf 
Mikroskop Eclipse E200 
Axio Imager Z1 
Nikon 
Zeiss, Deutschland 
Gelelektrophoresekammer EV231; Kammer: Modell 40-0911 PeqLab Biotechnologie GmbH 
Spektrophotometer Nano Drop ND-1000 PeQLab, Erlangen  
HPLC Smartline Knauer 
HPLC-Säule Luna 5u C18 Säule (250 x 4,6 mm) Phenomenex 








In dieser Arbeit wurden folgende Stämme von Aspergillus nidulans (Tabelle 9), Escherichia coli und 
Saccharomyces cerevisiae (Tabelle 10) verwendet. 
Tabelle 9: Verwendete A. nidulans -Stämme 
Stamm Genotyp Referenz 
TN02A3 pyrG89; argB2; pyroA4, ΔnkuA::argB (Nayak et al., 2006) 
FGSC26 biA1; veA1 FGSC 
SJR2 FGSCA1153 X SKV103#G4; pyroA4, pyrG89, nkuA::bar, veA+ Julio Rodriguez 




SAH06 SJR2 mit pAH05 (nat(p)::ipnA::PTS1) Diese Arbeit 
SAH07 SJR2 mit pAH04 (nat(p)::acvA::PTS1) Diese Arbeit 
SAH08 SAH14 mit pAH28 (nat(p)::acvA::PTS1 und nat(p)::ipnA::PTS1 
und alcA(p)::ipnA) 
Diese Arbeit 
SAH10 SJR2 mit pYZ12 (alcA(p)::mRFP::acuE) Diese Arbeit 
SAH11 SJR2 mit pYZ12 und pAH06 (Ko-Transformation); (alcA(p)::pexK 
und alcA(p)::mRFP::acuE) 
Diese Arbeit 
SAH12 SJR2 mit pAH06 (alcA(p)::pexK) Diese Arbeit 
SAH13 SAH07 mit pAH06 (alcA(p)::pexK und nat(p)::acvA::PTS1) Diese Arbeit 
SAH14 SJR2 mit pAH12 (nat(p)::acvA::PTS1) Diese Arbeit 
SAH16 SJR2 mit pAH14 (alcA(p)::acvA) Diese Arbeit 
SAH19 SAH07 mit pAH10 (nat(p)::acvA::PTS1 und alcA(p)::ipnA) Diese Arbeit 
SAH21 SAH14 mit pAH6 (alcA(p)::pexK und nat(p)::acvA::PTS1) Diese Arbeit 
SAH23 SJR2 mit pAH27 (alcA(p)::GFP::ipnA::PTS1) Diese Arbeit 
SAH24 SJR2 mit pAH15 (alcA(p)::ipnA) Diese Arbeit 
SAH25 SJR2 mit pAH14 und pAH15 (Ko- Transformation); (alcA(p)::acvA 
und alcA(p)::ipnA) 
Diese Arbeit 
SAH28 SAH25 mit pAH23 (alcA(p)::acvA und alcA(p)::ipnA und 
alcA(p)::aatA) 
Diese Arbeit 
SAH30 SAH14 mit pAH23 (nat(p)::acvA::PTS1 und alcA(p)::aatA) Diese Arbeit 
SAH31 SAH14 mit pAH10 (nat(p)::acvA::PTS1 und alcA(p)::ipnA) Diese Arbeit 
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SAH34 SAH14 mit pAH21 und pYZ12 (Ko-Transformation); 
(alcA(p)::GFP::acvA::PTS1 und alcA(p)::mRFP::acuE) 
Diese Arbeit 
SAH36 SJR2 mit pAH23 (alcA(p)::aatA) Diese Arbeit 
SAH37 SAH14 mit pAH09 (alcA(p)::acvA::PTS1) Diese Arbeit 
SAH38 SAH6 mit pAH12 (nat(p)::acvA::PTS1 und nat(p)::ipnA::PTS1) Diese Arbeit 
SAH39 SRF200 mit pAH39 (alcA(p)::rib4) Diese Arbeit 
SAH40 SRF200 mit pAH43 (alcA(p)::rib5) Diese Arbeit 
SAH43 SRF200 mit pAH39 und pAH43 (alcA(p)::rib4 und alcA(p)::rib5) Diese Arbeit 
SAH44 SRF200 mit pAH41 (alcA(p)::GFP::rib4) Diese Arbeit 
SAH45 SRF200 mit pAH45 (alcA(p)::RFP::rib5) Diese Arbeit 
SAH48 SRF200 mit pAH46 (alcA(p)::RFP::rib5::CAAX) Diese Arbeit 
SAH49 SRF200 mit pAH40 (alcA(p)::rib4::CAAX) Diese Arbeit 
SAH50 TN02A3 mit pAH37 (alcA(p)::RFP::rib7) Diese Arbeit 
SAH51 SRF200 mit pAH40 und pAH44 (alcA(p)::rib4::CAAX und 
alcA(p)::rib5::CAAX) 
Diese Arbeit 
SAH52 SRF200 mit pAH44 (alcA(p)::rib5::CAAX) Diese Arbeit 
SAH53 GR5 mit pAH40 und pAH52 (alcA(p)::rib4::CAAX und 
alcA(p)::rib3::CAAX) 
Diese Arbeit 
SAH56 GR5 mit pAH39 und pAH51 (alcA(p)::rib4 und alcA(p)::rib3) Diese Arbeit 
SAH57 GR5 mit pAH49 (alcA(p)::GFP::rib1) Diese Arbeit 
SAH58 GR5 mit pAH42 (alcA(p)::GFP::rib4::CAAX) Diese Arbeit 
SAH59 GR5 mit pAH53 (alcA(p)::RFP::rib3) Diese Arbeit 
SAH60 GR5 mit pAH54 (alcA(p)::RFP::rib3::CAAX) Diese Arbeit 
SAH61 GR5 mit pAH38 (alcA(p)::RFP::rib7::CAAX) Diese Arbeit 
SAH62 GR5 mit pAH34 (alcA(p)::GFP::rib2::CAAX) Diese Arbeit 
SAH63 GR5 mit pAH50 (alcA(p)::GFP::rib1::CAAX) Diese Arbeit 
SAH64 GR5 mit pAH33 (alcA(p)::GFP::rib2) Diese Arbeit 
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Tabelle 10: Verwendete E. coli-und Saccharomyces cerevisiae -Stämme 
Stamm Genotyp Referenz 
Top10 F‘ mcrA Δ(mrr-hsdRMS-mcrBC), ϕ80, lacZ ΔM15 
ΔlacX74, nupG, recA1, araΔ139 Δ(ara-leu) 7679, 
galE15 galK16 rpsL(StrR) endA1 λ- 
Invitrogen, (Sambrook & Russel, 
1999) 
WW-YH10 Saccharomyces cerevisiae ATCC208405 ATCC 
 
Kultivierung von Organismen 
Die A. nidulans- und E. coli-Kulturen wurden aerob bei 37°C inkubiert. Flüssigkulturen wurden bei 
180-200 rpm in Erlenmeyerkolben in Schüttelinkubatoren gezüchtet. Für Festmedien wurden 15 g 
Agar pro Liter Medium eingewogen. Die verwendeten Medien zur Anzucht von E. coli  (Tabelle 11) 
wurden je nach Versuchsansatz mit Antibiotika supplementiert (Tabelle 12); diese und A. nidulans-
Medien (Tabelle 13 und Tabelle 15) wurden mit verschiedenen Auxotrophiemarkern versetzt (Tabelle 
14). Hitzeempfindliche Lösungen, wie Antibiotika, Aminosäuren und Nukleotide wurden steril filtriert 
(Sterilfilter mit 0,2 μm Porengröße, Schleicher & Schuell, Dassel). Allgemein wurde nach Standards 
von (Hill & Käfer, 2001) gearbeitet. Expressionen von Genen unter dem alcA -Promotor wurden 
durch Threonin oder Glyzerin induziert (Schier et al., 2001).  
Tabelle 11: Medien für E.coli 
Medium Zusammensetzung pro Liter 
Luria Bertani (Upshall 
et al.) 
10 g Trypton; 5 g Hefeextrakt; 5 g NaCl; pH 7,5 
SOC 20 g Trypton; 5 g Hefeextrakt; 0,5 g NaCl; 0,19 g KCl; 2 g MgCl2 x 7H2O; 3,6 g 
Glukose; pH 7,0 
 
Tabelle 12: Antibiotika für E. coli -Medien 
Substanz Endkonzentration 
Ampicillin 100 µg/mL 
 
Tabelle 13: Medien für A. nidulans 
Medium Zusammensetzung pro Liter 
Vollmedium (CM) 50 mL SalzstammLösung; 20 g Glukose; 2 g Pepton; 1 g Hefeextrakt; 1 mL 
Vitaminlösung; 1 mL Spurenelementlösung; pH 6,5 
Minimalmedium  50 mL Salzstammlösung; 1 mL Spurenelementlösung; 2% Glukose, 
Glycerin, Threonin, oder Ethanol; pH 6,5; zur Regeneration von 
Protoplasten mit 0,6 M KCl supplementiert 
YAG -Medium   
 





120 g NaNO3; 10,4 g KCl; 10,4 g MgSO4 x 7H2O;  
30,4 g KH2PO4  
Spurenelementlösung 
(1000-fach) 
22 g ZnSO4 x 7H2O; 11 g H3BO3; 5 g MnCl2 x 4H2O; 5 g FeSO4 x 7H2O; 1,6 g 
CoCl2 x 5H2O; 1,6 g CuSO4 x 5H2O; 1,1 g (NH4)6Mo7O24 x 4H2O; 50 g Na4 
EDTA; pH 6,5  
Vitaminlösung  
(1000-fach) 
0,1 g D-Biotin; 0,1 g Pyridoxin-HCl; 0,1 g Thiamin-HCl; 0,1 g Riboflavin;     
0,1 g p-Aminobenzoesäure 
 
Je nach verwendetem Stamm wurde den Medien bestimmte Auxotrophiemarker zugesetzt. 
Tabelle 14: Auxotrophiemarker von A. nidualns – Stämmen 
Marker Funktion Chromosom Referenz 
veA1 Lichtunabhängige Induktion der Sporulation VIII FGSC 
pyrG89 Uracil– und Uridin Auxotrophie I (Balance, et al., 1983) 
pyroA4 Pyridoxin -Auxotrophie IV FGSC 
argB2 Arginin -Auxotrophie III (Upshall et al., 1986) 
trpC801 Tryptophan -Auxotrophie VIII (Yelton et al., 1984) 
pabaA1 Para aminobenzoesäure -Auxotrophie I FGSC 
biA1 Biotin Auxotrophie I FGSC 
 
Tabelle 15: Vitamine, Aminosäuren und Mediumkomponenten 
Komponente Stock -Konzentration Volumen oder Gewicht pro Liter 
Biotin 0,05% 1 mL 
Nicotinamid 0,5% 1 mL 
Pyridoxin-HCl (Pyro) 0,1% 1 mL 
p-Aminobenzoesäure (PABA) 0,1% 1 mL 
Riboflavin 0,25% 1 mL 
Arginin - 1,2 g 
Uracil - 1 g 
Uridin - 1 g 
 
Zur Lagerung von E. coli – Stämmen wurden frisch gewachsene Bakteriensuspensionen auf eine 
Endkonzentration von 15% sterilem Glycerol eingestellt und bei -80°C eingefroren. Die A. nidulans – 
Stämme wurden auf Minimal – oder Vollmediumplatten angeimpft. Davon wurden Sporen 
abgenommen und in 15-20% Glycerol bei -80°C gelagert.  
 




Präparation von Plasmid – DNA aus E. coli 
Die Kolonien wurden gepickt und in 2,5 mL LB – Medium mit Ampicillin über Nacht bei 37°C 
geschüttelt. Am nächsten Morgen wurden 1,5 mL  davon in ein Eppendorfgefäß überführt und 5 
Minuten bei 13.000 rpm zentrifugiert. Der Rest wurde aufgehoben. Der Überstand wurde nach der 
Zentrifugation verworfen, das Pellet in 200 µL Zell-Suspensionspuffer resuspendiert und gevortext. 
Anschließend wurden 200 µL Zell Lysis Puffer zugegeben (Inkubation 2 bis 3 Minuten) und vorsichtig 
invertiert. 200 µL 1,5 M KAc pH 4,8 wurden zugegeben und 5 Minuten auf Eis inkubiert. Nun wurde 5 
Minuten auf höchster Stufe zentrifugiert und danach der klare Überstand (ohne Pellet) in ein frisches 
Eppendorfgefäß überführt; 500 µL 100%iges Isopropanol wurden zugeben. Das Gemisch wurde 20 
Minuten auf Eis gestellt oder bei -20°C aufbewahrt. Anschließend wurde 10 Minuten auf höchster 
Stufe zentrifugiert, der Überstand verworfen und das Pellet mit 500 µL kaltem 70% EtOH gewaschen. 
Erneut wurde 3 Minuten auf höchster Stufe zentrifugiert. Der Überstand wurde verworfen und das 
Pellet getrocknet. Danach wurde es in 25 µL TE gelöst (10 Minuten bei 68°C inkubieren). Danach 
folgte ein Restriktionsverdau zum Test der Plasmid – DNA. 
Tabelle 16: Verwendete Lösungen zur Plasmid -Präparation aus E.coli 
Medium Zusammensetzung 
Zell – Suspensionpuffer (100 mL) 5 mL 1 M TrisCl pH 7,5; 2 mL 0,5M EDTA pH 8,0; 10 mg RNase 
Zell – Lysis -Puffer 0,2M NaOH; 1% SDS 
Kalium -Acetat 1,5M KAc, pH 4,8 
TE 10 mM Tris-HCl pH 7,4; 1 mM EDTA pH 8,0 
 
Midi -Präparation 
Die Midipräparationen wurden mit dem Nucleobond-Kit (Macherey-Nagel) nach Angaben des 
Herstellers durchgeführt. Dazu wurden in einem 100 mL Kolben ca. 50 mL LB-Medium mit Ampicillin 
als Selektionsmarker mit einer positiven E. coli-Kolonie angeimpft und über Nacht bei 37°C und 180 
rpm inkubiert. Am nächsten Tag wurden 50 mL des Mediums in ein Falcon überführt und 15 Minuten 
bei 4°C und 5000 rpm abzentrifugiert. Der Überstand wurde verworfen und das Pellet in 4 mL S1-
Puffer resuspendiert. 4 mL S2-Puffer wurden zugegeben, das Falcon wurde kurz geschwenkt und 3 
Minuten bei Raumtemperatur inkubiert. Anschließend wurden 4 mL gekühlter S3-Puffer zugegeben, 
kurz geschwenkt und 5 Minuten auf Eis inkubiert. In dieser Zeit wurde ein Trichter mit Faltenfilter auf 
eine Säule gestellt und diese mit N2-Puffer äquilibriert. Nun wurde das Lysat über den Faltenfilter auf 
die Säule gegeben. Nach Durchlaufen des Lysats wurde der Trichter mit Faltenfilter entfernt und die 
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Säule mit 10 mL N3-Puffer gewaschen. Nun wurden 5 mL N5-Puffer auf die Säule gegeben und der 
Durchfluss in einem neuen 15 mL Falcon aufgefangen. Der Durchfluss wurde mit 3,5 mL kaltem 
Isopropanol gemischt und auf 4 Eppendorfgefäße verteilt (ca. 2100 µL Probe pro Gefäß). Nun wurden 
die Eppendorfgefäße 30 Minuten bei 4°C und 13.000 rpm abzentrifugiert, der Überstand wurde 
verworfen und die Pellets mit 500 µL EtOH (70%) gewaschen. Danach wurde nochmals 10 Minuten 
bei Raumtemperatur und 13.000 rpm zentrifugiert. Der Überstand wurde verworfen und die Pellets 
getrocknet. Am Ende wurden drei der vier Pellets in 25 µL TE-Puffer und eines in 25 µL H2O bei 68°C 
auf dem Heizblock gelöst. Am NanoDrop wurde nun die DNA-Konzentration bestimmt. 
Tabelle 17: Verwendete Plasmide 
Plasmid Beschreibung Referenz 
pJET 1.2 / 
blunt 
Blunt end cloning vector Fermentas 
pMCB17apx alcA(p)::sgfp, pyr4 aus N. crassa, zur N-terminalen Fusion von GFP 
an das Zielprotein 
Efimov, USA 
pAH03 pJET1.2/blunt mit pexC-LB (1kb)::pyroA4::pexC-RB (1kB) Diese Arbeit 
pAH04 pJET1.2 blunt mit acvA1kb C-term::PTS1::pyroA::acvA1kb 3´UTR Diese Arbeit 
pAH05 pJET1.2 blunt mit ipnAkomplett::PTS1::pyroA::ipnA1kb 3´UTR 
 
Diese Arbeit 
pAH06 pMCB17apx mit alcA(p)::pexKkomplett; pyr4 (ohne GFP) Diese Arbeit 
pAH09 pMCB17apx mit alcA(p)::acvA1kb N-term; pyr4 (ohne GFP) Diese Arbeit 
pAH10 pMCB17apx mit alcA(p)::ipnAkomplett; pyr4 (ohne GFP) Diese Arbeit 
pAH11 pMCB17apx mit pyroA an Stelle von of pyr4; with alcA(p) aber 
ohne GFP 
Diese Arbeit 
pAH12 pAH11 mit alcA(p)::acvA1kb C-term::PTS1; pyroA Diese Arbeit 
pAH13 pAH11 mit alcA(p)::ipnAkomplett::PTS1; pyroA Diese Arbeit 
pAH14 pAH11 mit alcA(p)::acvA1kb N-term; pyroA Diese Arbeit 
pAH15 pAH11 mit alcA(p)::ipnAkomplett; pyroA Diese Arbeit 
pAH21 pMCB17apx mit alcA(p)::GFP::acvA1kb N-term; pyr4 Diese Arbeit 
pAH23 pMCB17apx mit alcA(p)::aatAkomplett::PTS1; pyr4 (ohne GFP) Diese Arbeit 
pAH27 pMCB17apx mit alcA(p)::GFP::ipnAkomplett::PTS1; pyr4 Diese Arbeit 
pAH28 pMCB17apx mit alcA(p)::ipnAkomplett::PTS1; pyr4 (ohne GFP) Diese Arbeit 
pAH33 pYZ16 mit alcA(p)::GFP::rib2; pyro Diese Arbeit 
pAH34 pYZ16 mit alcA(p)::GFP::rib2::CAAX; pyro Diese Arbeit 
pAH37 pYZ12 mit alcA(p)::RFP::rib7; pyro Diese Arbeit 
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pAH38 pYZ12 mit alcA(p)::RFP::rib7::CAAX; pyro Diese Arbeit 
pAH39 pAH09 mit alcA(p)::rib4; pyr4 Diese Arbeit 
pAH40 pAH09 mit alcA(p)::rib4::CAAX; pyr4 Diese Arbeit 
pAH41 pAH21 mit alcA(p)::GFP::rib4; pyr4 Diese Arbeit 
pAH42 pAH21 mit alcA(p)::GFP::rib4::CAAX; pyr4 Diese Arbeit 
pAH43 pAH09 mit alcA(p)::rib5; pyr4 Diese Arbeit 
pAH44 pAH09 mit alcA(p)::rib5::CAAX; pyr4 Diese Arbeit 
pAH45 pYZ07 mit alcA(p)::RFP::rib5; pyr4 Diese Arbeit 
pAH46 pYZ07 mit alcA(p)::RFP::rib5::CAAX; pyr4 Diese Arbeit 
pAH49 pRS426 mit alcA(p)::GFP::rib1; argB (Hefe-Rekombination) Diese Arbeit 
pAH50 pRS426 mit alcA(p)::GFP::rib1::CAAX; argB (Hefe-Rekombination) Diese Arbeit 
pAH51 pRS426 mit alcA(p)::rib3; argB (Hefe-Rekombination) Diese Arbeit 
pAH52 pRS426 mit alcA(p)::rib3::CAAX; argB (Hefe-Rekombination) Diese Arbeit 
pAH53 pRS426 mit alcA(p)::RFP::rib3; argB (Hefe-Rekombination) Diese Arbeit 
pAH54 pRS426 mit alcA(p)::RFP::rib3::CAAX; argB (Hefe-Rekombination) Diese Arbeit 
pNB10 pMCB17apx mit alcA(p)::GFP::CAAX; pyr4 Nicole Bühler 
pYZ07 pMCB17apx mit alcA(p)::mRFP::γ-tubulin; pyr4 Ying Zhang 
pYZ12 pMCB17apx mit alcA(p)::mRFP::acuE; pyroA  Ying Zhang 
pYZ14 pMCB17apx mit alcA(p)::apsB; pyr4 (ohne GFP) Ying Zhang 
pYZ16 pMCB17apx mit alcA(p)::GFP::apsB1.0; pyro Ying Zhang 
pRS426 Hefe-Rekombinationsvektor (Christianson et 
al., 1992) 
 
Isolierung genomischer DNA aus A. nidulans 
Um genomische DNA aus A. nidulans zu gewinnen, wurden Kolonien auf Festmedium ausgestrichen. 
Nach 14-16 Stunden wurden pro Stamm 4 Agarblöckchen mit Myzel und Sporen aus dem Medium 
ausgestochen und in ein 2 mL Eppendorfgefäß mit Extraktionspuffer (1 mL mit 10 µL S1 – Puffer aus 
dem Midi – Kit) und 5 Metallkügelchen gegeben. Dann wurden die Agarstücke mit Hilfe eines Spatels 
in der Flüssigkeit zerkleinert, die Suspension 2 min gevortext und 1,5 Std. bei 68°C im Wasserbad 
inkubiert. Alle 30 min wurde jede Probe kurz gevortext. Dann wurde das Myzel 10 Minuten mit 
13.000 rpm abzentrifugiert,  der Überstand in ein neues Eppendorfgefäß überführt und pro mL 
Extraktionspuffer 70 µL Kalium – Acetat (8M) zugegeben. Das Myzel wurde verworfen. Nach einer 
10-minütigen Inkubation auf Eis wurden die Eppendorfgefäße erneut 10 min bei 13.200 rpm und 4°C 
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zentrifugiert und der Überstand in ein neues Eppendorfgefäß überführt. Danach wurden 500 µL 
100%iges Isopropanol zugegeben, 10 Minuten auf Eis inkubiert und 10 min bei 13.200 rpm und 4°C 
zentrifugiert. Dann wurde die Flüssigkeit abgekippt und 500 µL 70%iges Ethanol zugegeben. Nach 
einer weiteren 3-minütigen Zentrifugation bei 13.200 rpm und 4°C wurde das Pellet bei 68°C 
getrocknet, in 50 µL TE aufgenommen und bei 68°C gelöst. 
Tabelle 18: Medien für die Isolierung von genomischer DNA aus A. nidulans 
Medium Zusammensetzung 
Extraktionspuffer 50 mM EDTA / 0,2% SDS 
3M Kalium-Acetat  (100mL) 29,445 g KAc in ddH2O lösen; 11,5 mL Eisessig; pH 4,2 
 
Restriktion von DNA 
Analytische Restriktionsverdaue wurden im Allgemeinen in 10 µL Gesamtvolumen durchgeführt. Die 
Ansätze enthielten 0,2 µL EnzymLösung. Die jeweilige Zusammensetzung und Reaktionstemperatur 
entsprach den Empfehlungen der Hersteller. Der Ansatz wurde in der Regel 1 bis 2 Stunden lang bei 
37°C verdaut und anschließend auf ein Agarosegel aufgetragen. 
 
Agarose -Gelelektrophorese, Isolierung von DNA – Fragmenten aus Agarosegelen 
Nach dem Restriktionsverdau wurden die DNA-Fragmente auf ein 1%iges Agarose-Gel aufgetragen 
und in 0,5-fachen TAE-Puffer aufgetrennt. Die DNA-Proben wurden zum Beladen der Geltaschen mit 
Ladepuffer versetzt. Zum Vergleich wurde ein Größenmarker (1kb DNA Ladder; NEB oder 2-log DNA 
Ladder; NEB) mitgeführt. Die Gele wurden für 15 min in Ethidiumbromidlösung (1 μg/µL in 0,5xTAE) 
gefärbt, die DNA-Banden mit UV-Licht sichtbar gemacht und fotografiert. Für weitere 
Klonierungsschritte wurden die DNA-Fragmente aus dem Agarosegel ausgeschnitten und aufgereinigt 
(Zymoclean DNA Gel Recovery Kit). 
Tabelle 19: Lösungen für die Agarose -Gelelektrophorese 
Substanz Zusammensetzung 
50 x TAE (pH 8,0) 40 mM Tris-Acetat pH 8,0; 1 mM EDTA 









Die PCR wurde mit Taq-(Qbiogene, Heidelberg), bzw. Phusion-Polymerase (NEB, Frankfurt) und 
Nukleotiden von Invitrogen (Karlsruhe) durchgeführt. Die Oligonukleotide wurden bei MWG 
(Ebersberg) bestellt. Es wurden jeweils 10 pmol in 10 µL Reaktionsvolumen eingesetzt. Sowohl der 
Rapid Cycler von Idaho Technology (Neuried), als auch der TRIO-Thermoblock von Biometra 
(Göttingen) wurden eingesetzt. Die Programme wurden der zu amplifizierenden Fragmentlänge und 
der berechneten Annealingtemperatur der Primer angepasst. Denaturiert wurde bei 98°C, die 
Elongation erfolgte bei 72°C bzw. 68°C, je nach Polymerase. 
Fusion-PCR 
Mit Hilfe der Fusion-PCR ist es möglich mit speziellem Primerdesign DNA – Fragmente herzustellen, 
die bei einer Transformation mit hoher homologer Integrationsrate (bei Δnku70 – Stämmen) ins 
Genom eingebaut werden (Szewczyk et al., 2006). Die Fusion-PCR wurde in einem 50 µL Ansatz 
durchgeführt. Es wurden jeweils die gleiche Konzentration der drei zu fusionierenden DNA-
Fragmente eingesetzt sowie 10 µL Phusion Buffer (5x) und 0,5 µL Phusion -Polymerase. Denaturiert 
wurde bei 98°C und elongiert bei 72°C. Die Elongationszeit wurde der Länge des Fragments 
angepasst.  
 
Abbildung 34: Schema der Fusion PCR – In diesem Fall wurde das zu untersuchende Gen (Histon H1) mit mRFP getaggt. Als 
Selektionsmarker dient pyrG89. (A) P1 und P3 amplifizieren die RB (right border), P4 und P6 die LB (left border). An P3 und 
P4 befinden sich jeweils Linker, die zur Fusion-Kassette (mit Marker und einem fluoreszierenden Protein) passen. (B) Die 
„nested primer“ P2 und P5 amplifizieren dann das gewollte Konstrukt mit dem GFP oder RFP direkt am Ende des ORF des zu 
untersuchenden Gens. LB und RB sind also homolog zu den Sequenzen im Genom. Damit ist die Chance einer homologen 
Rekombination, vor allem in ΔnkuA – Stämmen, bei denen das „Non-homologous Endjoining“ nicht mehr funktioniert, bei 
denen also ektopische Integration reduziert werden. (C) Homologe Integration des hier mit mRFP markierten Histon H1. (D) 
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Tabelle 20: Verwendete Primer (Oligonukleotide) 
Bezeichnung Sequenz (5´-3´) 








































pyrG 5´raus CAATTGCGACTTGGACGAC 












H2B RTQ fw CTGCCGAGAAGAAGCCTAGCAC 
H2B RTQ re GAAGAGTAGGTCTCCTTCCTGGTC 




AscI_Rib2_fwd  aGGCGCGCCATGTCTCTTGTCCCCGTCG 
AscI_Rib7_fwd  aGGCGCGCCATGGACCATGGCGTTTCTGG 
KpnI_Rib4_fwd  aaGGTACCATGCAATCTCTTAAAGGGCCCG 
AscI_Rib4_fwd  aGGCGCGCCATGCAATCTCTTAAAGGGCCCG 
KpnI_Rib5_fwd  aaGGTACCATGTTTACCGGACTGGTTGAAAC  
AscI_Rib5_fwd  aGGCGCGCCATGTTTACCGGACTGGTTGAAAC 
Rib2_PacI_re  aTTAATTAATCAAGCAGTCCCGGCAGCAG 
Rib7_PacI_re  aTTAATTAATTAGGATGAAACCGTGCTGGTGG 
Rib4_PacI_re  aTTAATTAATCAAGCAACCTCGCCCTTTGCC 
Rib5_PacI_re  aTTAATTAATTATCTTCCGTTCAACTTCTCGTCC 
PacI_Rib2_CAAX_r  aTTAATTAATCACATCACGATGCAGCATCCACATCCCTTAGCAGTCCCGGCAGCAG 
PacI_Rib7_CAAX_r  aTTAATTAATCACATCACGATGCAGCATCCACATCCCTTGGATGAAACCGTGCTGGTGG 
PacI_Rib4_CAAX_r  aTTAATTAATCACATCACGATGCAGCATCCACATCCCTTAGCAACCTCGCCCTTTGCC 





























Klonierung in pJET 
Hierzu wurde das CloneJET™ PCR Cloning Kit von Fermentas benutzt. Mit Hilfe der T4 DNA-Ligase 
wurde das PCR –Produkt in den blunt-end Vektor kloniert (Verhältnis 1:3). Die Inkubationszeit betrug 
30 Minuten bei Raumtemperatur, um eine hohe Aufnahme des PCR-Produktes in den Vektor zu 
gewährleisten. 
Transformation von E. coli 
TOP 10-Zellen wurden 3 min auf Eis aufgetaut und anschließend 5 µL der zu transformierenden DNA 
zugegeben. Nach 5 min auf Eis folgte ein Hitzeschock 30 Sekunden bei 42°C und die Zugabe von 300 
µL SOC-Medium. Dann wurden die Bakterien 1 h lang bei 37°C schüttelnd inkubiert und auf LB-




Material & Methoden Allgemein 
 
79 
Protoplastentransformation von A. nidulans 
Um A. nidulans-Protoplasten zu gewinnen, wurden alle Sporen einer bewachsenen MM-Platte (mit 
entsprechenden Auxotrophie-Markern) mit etwas Flüssigmedium abgenommen. 500 mL 
Minimalmedium in einem 1-Liter Kolben wurden damit beimpft und über Nacht bei 30°C und 180 
rpm inkubiert. Am nächsten Tag wurde die Kultur durch steriles Miracloth und einen Trichter 
abfiltriert und mit sterilem Wasser gewaschen. Danach wurde 1 Gramm des Myzels entnommen, in 
ein 50 mL Falcon überführt und 10 mL vorgekühlte Lösung 2 zugegeben und gevortext. Dann wurde  
das Mycel mit 200 mg Glucanex 5 min auf Eis inkubiert und danach in einen 100 mL 
Erlenmeyerkolben überführt und 1,5 Stunden bei 30°C mit 120 rpm schüttelnd inkubiert. Nach einer 
mikroskopischen Kontrolle der Protoplasten, wurden diese in ein neues 50 mL Falcon überführt und 
10 mL vorgekühlte Lösung 2 zugegeben (Gesamtvolumen 20 mL). Diese 20 mL wurden nun auf 2 50 
mL Falcons aufgeteilt, die Suspension vorsichtig mit vorgekühlter Lösung 5 überschichtet und 12 min 
mit 4.000xg bei 4°C zentrifugiert. Danach wurde die Protoplastenbande (Interphase) mit einer 
sterilen Pasteurpipette abgenommen und in ein neues, steriles 50 mL Falcon gegeben. Anschließend 
wurde das zwei -fache Volumen Lösung 6 zugegeben und 12 min mit 2.800xg bei 4°C zentrifugiert um 
die Protoplasten zu pelletieren. Danach wurde der Überstand entfernt und das Pellet in 1 mL 
vorgekühlter Lösung 6 resuspendiert und in eines steriles 1,5 mL Eppendorfgefäß überführt. Durch 
eine anschließende Zentrifugation 5 min mit 2.800xg bei 4°C wurden die Protoplasten erneut 
pelletiert und das Pellet danach in 400 – 1.000 µL (je nach Anzahl der Transformationen; 200 µL pro 
Transformation) vorgekühlter Lösung 7 resuspendiert. 
Für die nun folgende Transformation wurden 2 MMR – Platten pro Transformation und zusätzlich je 
eine MMR–Platte für Positiv– und Negativkontrolle vorbereitet (richtige Selektionsmarker). 
Zusätzlich wurde der MMR–TOP–Agar vorgewärmt und bei 50°C gelagert. Pro Transformation wurde 
1 Falcon verwendet, in das zuerst 100 µL Lösung 8 vorgelegt wurde. Danach wurden 3 -10 µL DNA 
(etwa 10μg DNA) mit Lösung 7 auf 50 µL aufgefüllt, mit 200 µL Protoplasten gemischt (In das 
Kontrollfalcon wurde keine DNA zugegeben) und diese 250 µL zu den 50 µL Lösung 8 zugegeben und 
20 min auf Eis inkubiert. Danach wurde 1 mL Lösung 8 zugegeben, mit der Suspension gemischt und 
5 min bei Raumtemperatur inkubiert. Dann wurde die Suspension mit Lösung 7 auf 5 mL aufgefüllt, 
mit 25 mL MMR-TOP gemischt und sofort auf die schon vorbereiteten MMR-Platten gegossen. Diese 
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Tabelle 21: Lösungen für die Protoplastentransformation von A. nidulans  
Reagenzien und Medien Zusammensetzung 
Glukose (10x) 200 g Glukose pro Liter; (autoklavieren) 
Ammonium-Tartrat (100x) 9,2 g pro Liter; (autoklavieren) 
MMR (500mL) 10 mL Salzstammlösung (ohne Stickstoff); 0,5 mL Spurenelemente; 
benötigte Vitamine (Marker); 171 g Saccharose; 7,5 g Agar; mit Wasser 
auf 500 mL auffüllen; pH 6,8; nach dem autoklavieren 10 mL 
Ammoniumtetrat und 50 mL Glukose zugeben 
MMR-TOP  (500mL) 10 mL SalzstammLösung (ohne Stickstoff); 0,5 mL Spurenelemente; 
171 g Saccharose; 3 g Agar; mit Wasser auf 500 mL auffüllen; 
autoklavieren 
Lösung 2 (50mL) 
frisch ansetzen 
14,9 g MgSO4 x 7 H2O; 1,8 mL Na2HPO4 (0,2 M); 0,7 mL NaH2PO4 (0,2 
M); pH 5,5; steril filtrieren ; Lagerung bei 4°C 
Lösung 5 (100mL) 10,9 g Sorbitol; 10 mL TrisHCl 1 M pH 7,5; autoklavieren 
Lösung 6 (100mL) 18,22 g Sorbitol; 1 mL TrisHCl 1M pH 7,5; autoklavieren 
Lösung 7 (100mL) 18,22 g Sorbitol; 1 mL TrisHCl 1 M pH 7,5; 1 mL CaCl2 1 M; 
autoklavieren 
Lösung 8 (50mL) 30 g PEG-4000 oder PEG-6000; 0,5 mL Tris-HCl 1 M pH 7,5 
 
Mikroskopische Methoden 
Die mikroskopischen Beobachtungen und Bilder wurden an einem Zeiss Axio Imager Z.1 mit einer 
Zeiss AxioCamMR Kamera durchgeführt. Die Aufnahmen von A. nidulans entstanden mit einem 63er 
oder einem 100er Plan-ApoChromat-Ölimmersionsobjektiv (Zeiss, Jena). Das Mikroskop und die 
Kamera wurden mit der Zeiss AxioVision Software bedient. Als Quelle für Fluoreszenzlicht diente eine 
HBO103 Quecksilberdampflampe (Osram). 
Präparation von A. nidulans für die Mikroskopie 
Um biologisches Material, zum Beispiel auskeimende Sporen, mit Hilfe des Mikroskops zu 
beobachten, wurden Deckgläschen sterilisiert und in ebenso sterile Petrischalen gelegt. Die 
Deckgläschen wurden dann mit 400 µL des entsprechend mit Auxotrophiemarkern supplementierten 
Mediums (Tabelle 22) betropft und danach mit den dazugehörigen Sporen einer frischen Pilzkultur 
mittels eines sterilen Zahnstochers beimpft. Die Proben wurden bei Raumtemperatur oder bei 30°C 
jeweils im Dunkeln inkubiert. Um diese Proben am nächsten Tag zu untersuchen, wurden die 
Deckgläschen aus der Schale genommen, das Medium leicht abgetropft und dann mit der 
bewachsenen Seite nach unten auf einen Objektträger gelegt, mit Immersionsöl beschichtet und 
unter dem Mikroskop betrachtet. 
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Tabelle 22: Medium für die Mikroskopie 
Medium Zusammensetzung pro Liter 
Mikroskopiemedium 50 mL SalzstammLösung; 1 mL Spurenelementlösung (1000x); 1 mL 
Vitaminstocklösung (1000x); 2% Glycerin; pH 6,5; 0,3 g Uradin; 0,3 g 
Uracil 
 
Neben der Fluoreszenzmikroskopie wurde das DIC-Verfahren (Differential Interference Contrast, 
nach Nomarsky) angewandt. Mit dieser Methode werden Unterschiede in der optischen Dichte des 
Präparats in Kontrastunterschiede des Bildes konvertiert. Damit lassen sich pseudoplastische Bilder 
erstellen, die allerdings nicht die wahren räumlichen Strukturen wiedergeben. 




Farbteiler [nm] Sperrfilter 
(Langpassfilter) [nm] 
GFP 450-490 510 520 
RFP 546 580 590 
DAPI 365 395 397 
 
Zu Teil I 
Penicillin-Messung 
Penicillin Produktionsmedium (PPM) wurde nach folgendem Rezept hergestellt. „Corn steep solids“, 
40 g/L; Threonin, 20 g/L; CaCO3, 10 g/L; KH2PO4, 7 g/L; Phenoxyessigsäure, 0,5 g/L und jeweils Uridin 
und Uracil 1 g/L. Das Medium wurde auf 400 mL mit destilliertem Wasser aufgefüllt und zu einem 
finalem pH von 6 mit 10 M KOH justiert und danach autoklaviert. Laktose (200 g/L) und MgSO4 x 7 
H2O (4,5 g/L) wurden separat autoklaviert und 100 mL Laktose, 1 mL MgSO4 x 7 H2O, pyro (1000x, 0,1 
g/100 mL H2O) und Biotin (1000x, 0,1 g/ 100 mL H2O) wurden zu den 400 mL hinzugegeben. 4 x 10
6 
Sporen jedes Stammes wurden in 50 mL PPM (100 mL Kolben) bei 26°C und 200 rpm für 48 Stunden 
inkubiert. Nach der Inkubation wurde das Myzel durch Filtration mit Miracloth geerntet und bei 
Raumtemperatur 48 Stunden getrocknet. Der Überstand nach der Filtration wurde 1,5 Minuten bei 
2340 xg zentrifugiert und im Penicillin-Assay eingesetzt mit Geobacillus stearothermophilus als 
Indikatororganismus.  Ein Tag vor dem Assay wurde G. stearothermophilus  als Vorkultur über Nacht 
angeimpft. Die gesamte Vorkultur wurde zu 500 mL LB Medium gegeben und große Petrischalen 
wurden mit 100 mL dieser Mischung befüllt. Nach Erstarren des Mediums wurden Löcher mit 0,9 cm 
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Durchmesser in das Medium gestochen und der Inhalt entfernt. 180 µL des abzentrifugierten 
Überstandes wurde in die Löcher pipettiert und die Platten wurden über Nacht bei 55 °C inkubiert. 
Am nächsten Tag wurden die Durchmesser der bakteriellen Hemmhöfe gemessen und produziertes 
Penicillin wurde mit Hilfe einer Standardkurve ermittelt. Das gemessene Penicillin wurde relativiert 
zur Trockenmasse des Myzels. Alle Stämme in dieser Arbeit, die zur Penicillinproduktion verwendet 
wurden, existieren in drei biologischen Replikaten aus unabhängigen Transformationen.  
Für jedes Experiment wurde ein Penicillinase – Versuch durchgeführt. Die Überstände wurden mit 5 
Units Penicillinase von Bacillus cereus (Sigma-Aldrich, USA) unter Verwendung der Angaben des 
Herstellers inkubiert.  
RNA-Isolierung 
Die Gewinnung des Myzels erfolgte wie im “Penicillin Bioassay” beschrieben um die Expression der 
Gene unter Produktionsbedingungen messen zu können. Dieses Myzel wurde  in flüssigem Stickstoff 
gemörsert und zwei Spatelspitzen in ein RNase freies 1,5 mL Reaktionsgefäß gegeben. Für die 
Isolierung der RNA wurden 500 µL RB‐Puffer aus dem Fungal RNA Mini-Kit (Omega Bio-Tek, USA) zu 
dem gefrorenen Myzel gegeben und durch Vortexen gemischt. Es folgte eine Zentrifugation für 3 
Minuten bei 13.000 rpm. Der Überstand wurde auf die erste Säule des Kits gegeben und für 5 
Minuten bei 13.000 rpm abzentrifugiert. Der Durchfluss wurde in ein neues 2 mL Reaktionsgefäß 
gegeben und mit 250 µL EtOH (100%) behandelt. Anschließend wurde die Suspension direkt auf die 
zweite Säule überführt und es folgte eine Zentrifugation für 30 Sekunden bei 13.000 rpm. Der 
Durchfluss wurde verworfen. Im Anschluss wurden 500 µL RNA Wash Buffer I auf die Säule gegeben 
und für 30 Sekunden bei 13.000 rpm zentrifugiert. Der Durchfluss wurde abermals verworfen und es 
folgte eine Behandlung mit 700 µL RNA Wash Buffer II mit anschließender Zentrifugation für 30 
Sekunden bei 13.000 rpm. Der Waschschritt wurde ein weiteres Mal mit 500 µL RNA Wash Buffer II 
und einer Zentrifugation für 30 Sekunden bei 13.000 rpm durchgeführt. Die Säule wurde danach in 
ein neues 2 mL Auffanggefäß gegeben und für 1 Minute bei 13.000 rpm zentrifugiert. Im Anschluss 
wurde die Säule in ein 1,5 mL RNase freies Reaktionsgefäß gegeben. Die RNA wurde mit 50 µL RNase 
freiem DEPC‐Wasser und einer Zentrifugation für abermals 1 Minute und bei 13.000 rpm eluiert. 
Mittels des TURBO DNA‐free Kits (Invitrogen, Karlsruhe) wurden mögliche DNA-Verunreinigungen 
entfernt. Zu der in DEPC-Wasser gelösten RNA wurde das 0,1-fache Volumen an 10x TURBO DNase 
Buffer und 1 µL TURBO DNase gegeben und leicht gevortext. Es folgte eine Inkubation für 30 Minuten 
bei 37°C. Im Anschluss wurde das 0,1-fache Volumen an DNase Inactivation Reagent zugegeben und 
gevortext. Danach wurde für 5 Minuten bei Raumtemperatur inkubiert, wobei gelegentlich leicht 
gevortext wurde. Es folgte eine Zentrifugation für 1,5 Minuten bei 13.000 rpm. Zuletzt wurde der 
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Überstand in ein neues RNase freies 1,5 mL Reaktionsgefäß überführt. Anschließend wurde die 
Quantität und Qualität der RNA durch Gelelektrophorese überprüft. Die Konzentration der RNA 
wurde mit dem Nanodrop Spektrophotometer ND-1000 (Peqlab, Erlangen) gemessen. 
Quantitative Real Time PCR 
Für die Durchführung der quantitativen Real Time PCR wurde von jedem zu untersuchenden Stamm 
RNA aus drei unabhängigen biologischen Replikaten eingesetzt. Von jeder RNA‐ Probe wurden zwei 
technische Replikate erstellt. Als Kontrollgen diente das Histon 2B Gen (H2B). Die Konzentration der 
RNA wurde mit DEPC‐H2O auf 40 ng/µL eingestellt. Pro Reaktion wurden je 1 µL Forward‐ Primer und 
1 µL Reverse‐ Primer, 12,5 µL 2x SensiFASTTM SYBR & Fluorescein One‐Step Mix, 0,25 µL Reverse 
Transkriptase, 0,5 µL RiboSafe RNase Inhibitor, 7,75 µL RNase freies H2O und 2 µL der zu 
untersuchenden RNA eingesetzt. Alle Reagenzien stammten von BIOLINE (Luckenwalde). Die 
Reaktion wurde im BioRad iCycler iQ bei folgenden Einstellungen durchgeführt. Zuerst wurde eine 
reverse Transkription für 10 Minuten bei 45°C durchgeführt. Danach erfolgte die 
Polymeraseninaktivierung für 2,5 Minuten bei 95°C. Es folgten 40 Zyklen mit je 10 Sekunden bei 95°C, 
Annealing für 30 Sekunden bei 57°C und Elongation für 30 Sekunden bei 60°C. Für die 
Dissoziationskurven wurde 1 Minute bei 95°C und 1 Minute bei 55°C angewandt. Für die 
Schmelzkurven wurden 81 Zyklen mit je 10 Sekunden bei 55°C angewandt, wobei pro Zyklus die 
Temperatur um 0,5°C gesenkt wurde.  
Markierung von acvA 
Um ein Konstrukt zur Markierung von acvA mit PTS1 herzustellen, wurde eine Fusion-PCR 
durchgeführt (Szewczyk et al., 2006). Zuerst wurden die linke und die rechte Flanke des Konstrukts 
mit den Primern P1_acvA_PTS, P3_acvA_PTS und P4_acvA_PTS, P6_acvA_PTS amplifiziert. Die Primer 
PTS1_pyroA_fwd und pyroA_rev wurden verwendet um den Mittelteil zu amplifizieren. Die Primer 
P2_acvA_PTS und P5_acvA_PTS wurden verwendet um das komplette Fusion Konstrukt aus den drei 
Teilen mit Überhängen herzustellen. Das entstandene Konstrukt wurde in den Vektor pJet1.2/blunt 
ligiert (pAH04). pAH04 wurde in den A. nidulans-Stamm SJR2 transformiert (SAH07). Die homologe 
Integration wurde durch drei PCRs mit den Primerpaaren P1_acvA_PTS und pyro_5´raus; 
P6_acvA_PTS und pyro 3´raus; P2_acvA_PTS und P5_acvA_PTS bestätigt. Das PCR-Produkt des 
letzten Primerpaares wurde sequenziert um die Richtigkeit der PTS1-Sequenz zu bestätigen. 
Alternativ wurde ein zweites Plasmid konstruiert, in dem ein mit PTS1 markiertes 1 kb Fragment des 
3´-Endes von acvA unter der Kontrolle des alcA-Promotors war (pAH12). Dieser Vektor wurde in SJR2 
transformiert und ergab SAH14. Das PTS1 markierte Gen war unter Kontrolle des natürlichen 
Promotors. Die homologe Integration des zirkulären Plasmids wurde mittels PCR mit den Primern 
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P1_acvA_PTS und Efimov_seq_re bestätigt. Das PCR-Produkt wurde sequenziert um die Richtigkeit 
der PTS1-Sequenz nachzuweisen. 
Um einen Stamm mit überexprimiertem acvA::PTS1 herzustellen, wurden die Primer 
KpnI_acvA_1000_f und acvA_1000_PacI_re verwendet um 1 kb des 5´-Endes von acvA zu 
amplifizieren. Durch einen Verdau des PCR-Produktes und des Vektors pMCB17apx mit den Enzymen 
KpnI und PacI und anschließender Ligation entstand der Vektor pAH09. Dieser enthielt 1 kb des 5´-
Endes von acvA unter der Kontrolle des alcA-Promotors. pAH09 wurde in A. nidulans SAH14 
transformiert und es entstand SAH37. Die homologe Integration des zirkulären Plasmids  wurde 
mittels PCR mit den Primern alcA_seq_fwd and acvA_1350_re nachgewiesen. Um Kombinationen mit 
einem Stamm zu testen, der das PTS1 markierte acvA-Gen unter der Kontrolle des natürlichen hatte, 
wurden die Stämme SAH19 und SAH31 mit zusätzlicher Überexpression von ipnA und SAH30 für die 
zusätzliche Überexpression von aatA hergestellt. Die Primer KpnI_ipnA_fwd und ipnA_PacI_rev 
wurden verwendet um das komplette ipnA-Gen zu amplifizieren. Das PCR-Produkt und pMCB17apx 
wurden verdaut mit den Enzymen KpnI und PacI und ligiert (pAH10). pAH10 wurde transformiert in 
SAH07 um SAH19 zu bekommen und in SAH14 um SAH31 herzustellen. Die Integration von pAH10 
wurde mittels PCR mit den Primern alcA_seq_fwd and ipnA_PacI_rev überprüft. PCR mit den Primern 
AscI_aatA_fwd and aatA_full_PacI_r, verdau des PCR-Produkts und des Vektors pMCB17apx mit den 
Enzymen AscI and PacI und die folgende Ligation führte zu dem Vektor pAH23, welcher in SAH14 
transformiert wurde (SAH30). Integration von pAH23 wurde mittels PCR mit den Primern 
alcA_seq_fwd and aatA_full_PacI_r überprüft. 
Markierung von ipnA 
Um zu überprüfen ob die Fusion von IpnA zu einer gesteigerten Penicillin-Produktion führte, wurde 
ein peroxisomales Zielsignal 1 (PTS1) mit Hilfe der Fusion-PCR Methode angefügt. Die Primer 
alcA_seq_fwd und aatA_full_PacI_r wurden verwendet um die linke Flanke zu amplifizieren, Primer 
P4_ipnA_PTS und P6_ipnA_PTS für die rechte Flanke und pyrG_fwd und pyrG_rev für den Mittelteil.  
Alle drei Teile wurden aufgrund ihrer Linker in einer PCR-Reaktion mit den Primern P2_ipnA_PTS und 
P5_ipnA_PTS zusammengefügt. Das entstandene PCR-Produkte wurden in den Vektor pJet1.2/blunt 
ligiert (pAH05). pAH05 wurde in  A. nidulans SJR2 transformiert und es entstand SAH06. Die 
homologe Integration wurde mittels drei PCRs mit den Primerpaaren P1_ipnA_PTS und pyrG_5´raus; 
P6_ipnA_PTS und pyrG 3´raus; sowie P2_ipnA_PTS und P5_ipnA_PTS kontrolliert. Das PCR-Produkt 
des letzten Primerpaares wurde sequenziert um die Sequenz von PTS1 zu bestätigen. Stamm SAH38 
wurde konstruiert durch Transformation von paH12 in SAH06. Bei diesem Stamm waren alle drei 
Proteine der Penicillin-Produktion (AcvA, IpnA und AatA) in den Peroxisomen.  
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Kolokalisierung der Enzyme der Penicillin-Biosynthese mit einem peroxisomalen Marker 
Die peroxisomale Lokalisierung der Enzyme wurde mit AcuE nachgewiesen, einem etablierten Marker 
für Peroxisome. Doppelverdau der Vektoren pAH13 und pMCB17apx mit AscI und PacI und die 
Ligation des Inserts von pAH13 und Rückrades von pMCB17apx ergab den Vektor pAH27.  
Zuerst wurde ein Stamm mit GFP markiertem IpnA konstruiert. pAH27 wurde in SJR2 transformiert 
und die Transformanten wurde mittels Mikroskopie auf Richtigkeit überprüft (SAH23). Das Plasmid 
pYZ12, welches das mit mRFP markierte acuE unter der Kontrolle des alcA-Promotors enthielt, wurde 
in SAH23 transformiert und ergab SAH33. Um acvA mit GFP zu markieren und es unter die Kontrolle 
des alcA-Promotors zu stellen und um einen Stamm mit zum einen GFP markiertem acvA mit PTS1 
unter der Kontrolle des alcA-Promotors und zum anderen mRFP markiertes acuE unter der Kontrolle 
des alcA-Promotors zu haben war eine Ko-Transformation notwendig. Ein Plasmid mit einem durch 
GFP markierten 1 kb Teil des 5´-Endes von acvA (pAH12) wurde hergestellt mittels PCR mit den 
Primern AscI_acvA_1000_f und acvA_1000_PacI_re, einem Doppelverdau des PCR-Produkts und es 
Vektors pMCB17apx mit den Enzymen AscI und PacI und Ligation dieser beiden Teile. pAH21 wurde 
zusammen mit pZY12 in SAH14 transformiert (SAH34). Die Transformanten wurden mittels 
Mikroskopie auf ihre Richtigkeit überprüft.  
Steigerung der Peroxisomenzahl 
Um den Effekt einer höheren Peroxisomenzahl auf die Penicillin-Produktion zu testen, wurde pexK 
überexprimiert. Peroxisomen wurden mit AcuE sichtbar gemacht (siehe vorherigen Abschnitt). pYZ12 
wurde in SJR2 transformiert um die Anzahl der Peroxisomen im Wildtyp zu zählen (SAH10). Für die 
Überexpression von pexK wurde das komplette Gen mit den Primern KpnI_pexK_fwd und 
PacI_pexK_re amplifiziert. Das entstandene PCR-Produkt und der Vektor pMCB17apx wurden 
verdaut mit den Enyzmen KpnI und PacI und ligiert (pAH06). pAH06 und pYZ12 wurden in SJR2 
kotransformiert und ergaben SAH11. SAH10 und SAH11 wurden mittels Mikroskopie auf ihre 
Richtigkeit überprüft. Um die Penicillin-Produktion zu messen wurde pAH06 in SJR2 transformiert 
(SAH12). 
Überexpression der Penicillingene 
Zur Überexpression von acvA wurden die Primer AscI_acvA_1000_f und acvA_1000_PacI_re für eine 
PCR und AscI und PacI für einen Verdau mit anschließender Ligation verwendet um ein 1 kb Stück des 
5´-Endes von acvA unter der Kontrolle des alcA-Promotors zu erhalten (pAH14). pAH14 wurde in SJR2 
transformiert und ergab SAH16. Für die Überexpression von ipnA wurden die Primer AscI_ipnA_fwd 
und ipnA_PacI_rev for für eine PCR und AscI und PacI für einen Verdau mit folgender Ligation 
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verwendet um das komplette ipnA-Gen unter die Kontrolle des alcA-Promotors zu bekommen 
(pAH15). pAH15 wurde in SJR2 transformiert und ergab SAH24. Für die Überexpression von aatA 
wurde pAH23 in SJR2 transformiert (SAH36). Für die Kombination einer Überexpression von acvA und 
ipnA wurden die Vektoren pAH14 und pAH15 in SJR2 kotransformiert (SAH25). Für die 
Überexpression aller drei Enzyme wurde pAH23 (aatA) in SAH25 transformiert (SAH28). Die 
homologe Intregration von pAH14 wurde mittels PCR mit den Primern alcA_sec_fwd und 
acvA_1350_re bestätigt. Die Integration von pAH15 wurde mittels PCR mit den Primern 
alcA_seq_fwd und ipnA_PacI_rev bestätigt. Die Integration von pAH23 wurde mittels PCR mit den 
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Zu Teil II 
Markierung der Riboflavin-Biosyntheseenzyme Rib1 und Rib3 mit und ohne CAAX-Motiv 
durch GFP oder RFP mittels Hefe-Rekombination 
Für die Hefe-Rekombination mussten DNA-Stücke mittels PCR hergestellt werden, die sich teilweise 
überlappten. Hierzu sind im Vektor pRS426 (Christianson et al., 1992) definierte 
Rekombinationsstellen angegeben, die um die Schnittstellen EcoRI und XhoI herum liegen. Sie liegen 
durch einen Verdau mit diesen Enzymen automatisch an die beiden Enden des Vektors. Der "Linker 
forward" hat dabei die Sequenz GTAACGCCAGGGTTTTCCCAGTCACGACG. Der "Linker reverse" hat die 
Sequenz GCTGTTTCCTGTGTGAAATTGTTATCCGC. Diese beiden Sequenzen sind jeweils 30 bp lang. Sie 
wurden mit Hilfe von Primern an das erste (5´Ende) und das letzte (3´Ende) Stück eines jeden 
Konstruktes amplifiziert. Da viele Primer sehr lang sind, wurde für jedes Stuck, unabhängig von der 
Schmelztemperatur der Primer, das gleiche PCR-Programm ("Top-Down-PCR") verwendet. Nach 
einem Initialen Schritt 30 Sekunden bei 98°C, folgten drei Zyklen mit jeweils 98°C für 15 Sekunden, 
68°C/63°C/60°C für 30 Sekunden, 72°C mit einer Dauer je nach der Länge des Fragmentes (Phusion-
Polymerase; 1kb in 15-30 Sekunden). Danach folgte ein finaler Elongationsschritt mit 72°C für 5 
Minuten. Die Primer sind in Tabelle 20 aufgeführt. Die Fragmente wurden auf einem Gel kontrolliert. 
Falls nur die gewünschte Bande vorhanden war, wurden direkt 2 µL der PCR in die Rekombination 
eingesetzt. Wenn zusätzliche Banden vorhanden waren, wurden mehrere PCR-Ansätze gemacht und 
alle mit einem Gel-Aufreinigungskit gereinigt um eine Konzentration von 100 ng/µL zu erreichen. 
Für die Rekombination wurde der Hefevektor pRS426 (Abbildung 35) mit EcoRI und XhoI verdaut, 
aufgereinigt und auf eine Konzentration von 100 ng/µL eingestellt. Eine Übernachtkultur des 
Hefestammes WW-YH10 wurde mit 200 rpm und 30°C in YPD (1% Hefeextrakt, 2% Pepton, 1% 
Glukose) angeimpft. Von dieser Übernachtkultur wurden am nächsten Tag 10 mL in 200 ml frischen 
YPD angeimpft und bei 30°C inkubiert, bis eine OD600 von 1 erreicht wurde. Danach wurden die Zellen 
bei 2.000 rpm 10 min abzentrifugiert. Der Überstand wurde verworfen, das Pellet in 25 mL sterilem 
Wasser gewaschen und erneut 10 min bei 2.000 rpm zentrifugiert. Der Überstand wurde verworfen, 
das Pellet in 10 mL Lithiumacetat-Lösung (100 mM Lithiumacetat; 10mM Tris-HCl, pH 7,5; 1 mM 
EDTA, pH 8) resuspendiert und danach erneut 10 min bei 2.000 rpm zentrifugiert. Der Überstand 
wurde verworfen, die Zellen in 300 -500 µL Lithiumacetat-Lösung gelöst und 30 min bei 30°C 
inkubiert. Modifiziert nach (Ivanova et al., 2013; Schiestl & Gietz, 1989) 
 





Abbildung 35: Hefe-Rekombination. (A) Hefe-Transformationsvektor pRS426 (Christianson et al., 1992). Der Vektor wurde 
mit den Enzymen EcoRI und XhoI linearisiert. Das vorhandene ura3- Gen hatte keine Wirkung in Aspergillus (experimentell 
bestätigt). (B) Die vier mit Hefe-Rekombination hergestellten Vektoren pAH49, 50, 53 und 54 wurden nach diesem Schema 
erstellt. Jeder Linker (dargestellt durch schräge Striche an den Primerpfeilen) war 30 Basenpaare lang. Der alcA-Promotor 
wurde mit Linker in den Vektor und mit Linker zu GFP oder RFP; GFP oder RFP komplett ohne STOP-Kodon; das rib-Gen 
(entweder mit CAAX-Motiv oder ohne; das CAAX-Motiv wurde auch mit den Primern in das Konstrukt eingebracht) mit 
Linker zu GFP oder RFP und zu argB (Arginin); argB mit Linker zum rib-Gen und in den Vektor amplifiziert. Falls kein GFP im 
Vektor notwendig war (pAH51 und pAH52) änderte sich die Reihenfolge entsprechend. Für die Rekombination wurden alle 
Fragmente (Tabelle 24) mit pRS426 in einen Ansatz pipettiert. Die Hefe war damit in der Lage durch Rekombination der 
Linker einen kompletten Vektor herzustellen. 
Für die Transformation wurden 50 µL der Hefezellsuspension in ein 1,5 mL Eppendorfgefäß gegeben. 
Dann wurden 100 ng des zuvor verdauten Vektors pRS426 (1 µL), 2 µL jedes PCR-Fragmentes (direkt 
aus der PCR; falls mehrere Banden in der PCR vorhanden waren, wurde die PCR entweder optimiert 
oder mehrere PCRs angesetzt und die richtige Bande über ein Gel-Aufreinigungskit aufgereinigt bis 
eine Konzentration von 100 ng/µL erreicht wurde; dann 1µL in die Reaktion einsetzen), 25 µL 
Heringssperma (2 mg/mL; 5 min bei 95°C denaturiert und danach auf Eis oder bei -20°C gelagert) zu 
den Hefezellen gegeben. Danach wurden noch 300 µL PEG-Lösung (100 mM Lithiumacetat; 10mM 
Tris-HCl, pH 7,5; 1 mM EDTA, pH 8; 0,4 g/mL PEG4000) zu der Mischung gegeben und 30 min bei 30°C 
inkubiert. Danach wurde ein Hitzeschock für 30 min bei 42°C durchgeführt, 5 Sekunden 
anzentrifugiert, der Überstand verworfen und das Pellet in 100 µL sterilem Wasser gelöst. Die 100 µL 
wurden auf SC-URA Medium (1,54 g/L BSM-Ura Pulver, 1,71 g/L Hefestickstoffbasis-Medium, 5 g/L 
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DNA-Präparation aus Hefe 
Acht Kolonien jeder Hefe-Transformation wurden zusammen ein einem Röhrchen mit frischem SC-
Ura Medium schüttelnd über Nacht bei 30°C inkubiert. Die entstandene Suspension wurde am 
nächsten Tag 5 min bei 13.000 rpm zentrifugiert und der Überstand verworfen. Die Zellen wurden in 
200 µL Lysis-Puffer (10 mM Tris/HCl pH 8.0; 100 mM NaCl; 1 mM EDTA; 1% SDS; 2% Triton-X100; 
RNAse A), mit 0,3 g Glasperlen und 200 µL Phenol-Chloroform-Isoamylalkohol Gemisch (25:24:1) 
resuspendiert, indem sie 2 min sehr stark gevortext wurden. Danach erfolgte eine Zentrifugation 10 
min bei 13.000 rpm. Die oberste Phase (DNA) wurde abgenommen, in ein neues Gefäß pipettiert und 
500 µL Chloroform zugegeben. Nach einer erneuten Zentrifugation mit 13.000 rpm für 10 min wurde 
erneut die oberste Phase abgenommen und 1 mL Isopropanol zugegeben. Nach 60 Minuten 
inkubation bei -20°C wurde die DNA durch eine erneute Zentrifugation bei 13.000 rpm für 10 min 
pelletiert. Danach wurden 500 µL 70%iges Ethanol zugegeben und erneut zentrifugiert um die Probe 
zu waschen. Das Ethanol wurde bei 68°C auf dem Heizblock verdampft und 20 µL Wasser zugegeben 
um die DNA zu lösen (Singh & Weil, 2002). 2 µL davon wurden in E. coli transformiert (siehe oben). 
 
Tabelle 24: PCR-Fragmente zur Herstellung der Vektoren pAH49, pAH50, pAH51, pAH52, pAH53 und pAH54 mit Hilfe von 
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Um die Vektoren und Stämme herzustellen mussten mehrere Fragmente in einen Ansatz gegeben 
werden.  
Tabelle 24 zeigt neben den 15 unterschiedlichen Fragmenten die Kombination in der sie zur 
Herstellung des jeweiligen Vektors kombiniert wurden. Aus der DNA-Vorlage wurden die Fragmente 
amplifiziert. Das Primerdesign und damit das Design der Fragmente und deren Linker zeigt Abbildung 
35. Die Vektoren wurden in A. nidulans-Stämme transformiert. 
Rib1 und Rib3 wurden mittels Hefe-Rekombination mit dem CAAX-Motiv und den 
Fluoreszenzproteinen fusioniert. Gleichzeitig waren alle Konstrukte unter der Kontrolle des alcA-
Promotors.  
Für rib1 mit GFP und ohne CAAX wurden insgesamt vier Fragmente benötigt. Diese wurden mit den 
Primerkombinationen Linker_alcA_f und alcA_GFP_re; GFP_fwd und GFP_ohne STOP_re; 
GFP_Rib1_fwd und Rib1_argB_re; sowie Rib1_argB_fwd und argB_Linker_re hergestellt. Aus den 
Fragmenten und dem Vektor pRS426 entstand der Vektor pAH49. Dieser wurde in den A. nidulans 
Stamm GR5 transformiert (SAH57). Für rib1 mit GFP und mit CAAX wurden ebenfalls vier Fragmente 
benötigt. Diese wurden mit den Primerkombinationen Linker_alcA_f und alcA_GFP_re; GFP_fwd und 
GFP_ohne STOP_re; GFP_Rib1_fwd und Rib1_CAAX_re; sowie CAAX_argB_fwd und argB_Linker_re 
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hergestellt. Aus dieser Kombination und dem Vektor pRS426 entstand mittels Rekombination das 
Plasmid pAH50. Dieses wurde in den Stamm GR5 transformiert und es entstand SAH63. Für rib3 mit 
RFP und ohne CAAX wurde die Fragmente mit den Primerkombinationen Linker_alcA_f und 
alcA_RFP_re; RFP_fwd und RFP_re_oSTOP; RFP_Rib3_fwd und Rib3_argB_re; sowie Rib3_argB_fwd 
und argB_Linker_re hergestellt. Durch Rekombination mit dem Vektor pRS426 entstand daraus der 
Vektor pAH53. Dieser wurde in den A. nidulans-Stamm GR5 transformiert. Es entstand der Stamm 
SAH59. Für rib3 mit RFP und CAAX-Motiv am 3´-Ende wurden folgende Primerkombinationen zum 
Erstellen der Fragmente verwendet. Linker_alcA_f und alcA_RFP_re; RFP_fwd und RFP_re_oSTOP; 
RFP_Rib3_fwd und Rib3_CAAX_re; sowie CAAX_argB_fwd und argB_Linker_re. Nach erfolgter 
Rekombination mit dem Vektor pRS426 entstand der Vektor pAH54. Dieser wurde in den Stamm GR5 
transformiert (SAH60). Die Fragmente der durch Hefe-Rekombination hergestellten Vektoren pAH49, 
pAH50, pAH53 und pAH54, wie auch ihre Zusammensetzung und Länge können in Tabelle 24 
eingesehen werden.  
Markierung der Riboflavin-Biosyntheseenzyme Rib2, Rib4, Rib5 und Rib7 mit und ohne 
CAAX-Motiv durch GFP oder RFP 
In den folgenden Konstrukten standen ebenfalls alle Gene unter der Kontrolle des alcA-Promotors. 
Das ergibt sich aus der ursprünglichen Verwendung des Vektors pMCB17apx, der vor der 
Ligationsstelle den alcA-Promotor besitzt.  Um die Lokalisation von Rib2 (ohne CAAX-Motiv) zu 
untersuchen wurde das Gen mit den Primern AscI_Rib2_fwd und PacI_Rib2_CAAX_r aus genomischer 
DNA von A. nidulans mittels PCR amplifiziert, mit den Enzymen AscI und PacI verdaut und in den 
ebenfalls mit diesen Enzymen verdauten Vektor pYZ16 (pMCB17apx mit GFP, pyro) ligiert. Nach 
erfolgter Transformation in E. coli und Kontrolle durch Restriktionsverdau entstand pAH33. Dieses 
Plasmid wurde in den  A. nidulans-Stamm GR5 transformiert (SAH64). Für die Bestimmung der 
Lokalisation von Rib2 mit CAAX-Motiv wurde rib2 mit den Primern AscI_Rib2_fwd und 
PacI_Rib2_CAAX_r amplifiziert, das PCR-Produkt und der Vektor pYZ16 mit den Enzymen AscI und 
PacI geschnitten und ligiert. Das resultierende Plasmid pAH34 wurde in den Stamm GR5 
transformiert und es entstand SAH62. Um die Lokalisation von Rib4 (ohne CAAX-Motiv) zu 
untersuchen wurde rib4 mit den Primern AscI_Rib4_fwd und Rib4_PacI_re mittels PCR amplifiziert, 
mit AscI und PacI geschnitten und in den mit den gleichen Enzymen verdauten Vektor pAH21 
(pMCB17apx mit GFP, pyr4) ligiert (pAH41). pAH41 wurde in den A. nidulans-Stamm SRF200 
transformiert und es entstand der Stamm SAH44. Für die Lokalisation von Rib4 mit CAAX wurde rib4 
mit den Primern AscI_Rib4_fwd und PacI_Rib4_CAAX_r amplifiziert, mit den Enzymen AscI und PacI 
geschnitten und in pAH21 ligiert. Es entstand pAH42. Dieser Vektor wurde in den Stamm GR5 
transformiert und es entstand SAH58. Für die Ermittlung der Lokalisation von Rib5 (ohne CAAX) 
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wurde rib5 mit AscI_Rib5_fwd und Rib5_PacI_re mittels PCR amplifiziert, mit den Enzymen AscI und 
PacI geschnitten und in den Vektor pZY07 (pMCB17apx mit RFP, pyr4), der mit den gleichen Enzymen 
geschnitten wurde, ligiert. Das daraus resultierende Plasmid heißt pAH45. Dieses wurde in den A. 
nidulans-Stamm SRF200 transformiert und es entstand der Stamm SAH45. Die Lokalisation von Rib5 
mit CAAX-Motiv wurde ermöglicht durch die Amplifikation von rib5 mittels PCR mit den Primern 
AscI_Rib5_fwd und PacI_Rib5_CAAX_r. Das PCR-Produkt wurde mit den Enzymen AscI und PacI 
verdaut und in den mit den gleichen Enzymen verdauten Vektor pYZ07 ligiert. Daraus entstand der 
Vektor pAH46, der in den A. nidulans-Stamm SRF200 transformiert wurde (SAH48). Für die 
Lokalisation von Rib7 (ohne CAAX) wurde rib7 mit den Primern AscI_Rib7_fwd und Rib7_PacI_re 
amplifiziert, mit den Enzymen AscI und PacI verdaut und in den Vektor pYZ12 (pMCB17apx mit RFP, 
pyro) ligiert. Der daraus resultierende Vektor pAH37 wurde in den A. nidulans-Stamm TN02A3 
transformiert und es entstand SAH50. Für die Lokalisation von Rib7 mit CAAX wurde rib7 mit den 
Primern AscI_Rib7_fwd und PacI_Rib7_CAAX_r amplifiziert, mit den Enzymen AscI und PacI verdaut 
und in den Vektor pYZ07 ligiert. Der daraus entstandene Vektor pAH38 wurde in den A. nidulans-
Stamm GR5 transformiert und es entstand SAH61. 
Jedes Plasmid mit CAAX-Motiv wurde zusätzlich zu der Kontrolle durch Restriktionsverdaue 
sequenziert. Aus allen entstandenen A. nidulans Stämmen wurde genomische DNA isoliert. Da in 
jedem Konstrukt das komplette Gen vorhanden ist und keine homologe Integration notwendig ist, 
wurde die Richtigkeit im Falle einer Transformation eines Konstrukts mit CAAX-Motiv mittels PCR mit 
den Primern alcA_seq_fwd und CAAX_re oder im Falle eines Konstrukts ohne CAAX-Motiv mittels 
PCR mit den Primern alcA_seq_fwd und einem Primer am 3´-Ende des Gens kontrolliert.  
Alle Stämme wurden bei 28°C über Nacht in Minimalmedium mit Glyzerin inkubiert und am nächsten 
Tag mikroskopisch ausgewertet (Abbildung 24).  
Überexpression von Rib3, Rib4 und Rib5 mit und ohne CAAX-Motiv 
Um die Auswirkungen von Überexpressionen einzelner Gene oder Kombinationen der Riboflavin-
Biosynthese mit und ohne CAAX-Motiv auf die Produktion von FAD, FMN und Riboflavin (FFR) in A. 
nidulans zu bestimmen, wurde zunächst Rib3 wie im Abschnitt zuvor mit Hilfe der Hefe-
Rekombination zum einen unter die Kontrolle des alcA-Promotors gestellt und zum anderen 
entweder mit oder ohne CAAX-Motiv markiert. Die Rekombination wurde genau wie für die 
Konstrukte im vorherigen Abschnitt durchgeführt. Für alcA::rib3 wurden insgesamt drei Fragmente 
benötigt (Tabelle 24). Diese wurden mit den Primerkombinationen  Linker_alcA_f und alcA_Rib3_re; 
Rib3_fwd und Rib3_re; sowie Rib3_argB_fwd und argB_Linker_re mittels PCR amplifiziert. Aus den 
Fragmenten und dem Vektor pRS426 entstand der Vektor pAH51. Dieser wurde zusammen mit 
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pAH39 (alcA::rib4; Ko-Transformation) in den A. nidulans Stamm GR5 transformiert (SAH56). Für 
alcA::rib3::CAAX wurden ebenfalls drei Fragmente benötigt. Diese wurden mit den 
Primerkombinationen Linker_alcA_f und alcA_Rib3_re; Rib3_fwd und Rib3_CAAX_re; sowie 
CAAX_argB_fwd und argB_Linker_re amplifiziert. Aus den Fragmenten und dem Vektor pRS426 
entstand der Vektor pAH52. Dieser wurde zusammen mit pAH40 (alcA::rib4::CAAX; Ko-
Transformation) in den A. nidulans Stamm GR5 transformiert (SAH53). 
Die Überexpressionen von rib4 und rib5 wurden durch Amplifikation der Gene mittels PCR, darauf 
folgender Ligation und Transformation des entstandenen Plasmides in A. nidulans erreicht. rib4 
wurde mit den Primern KpnI_Rib4_fwd und Rib4_PacI_re mittels PCR aus genomischer DNA 
amplifiziert. Das PCR-Produkt und der Vektor pAH09 (pMCB17apx mit alcA(p)::acvA 1 kb N-term; 
pyr4; ohne GFP) wurden mit den Enzymen KpnI und PacI verdaut und ligiert. Das daraus entstandene 
Plasmid pAH39 wurde in A. nidulans SRF200 transformiert und es entstand SAH39. Für eine 
zusätzliche C-terminale Fusion mit dem CAAX-Motiv wurde rib4 mit den Primern KpnI_Rib4_fwd und 
PacI_Rib4_CAAX_r aus genomischer DNA mittels PCR amplifiziert, mit den Enzymen KpnI und PacI 
verdaut und in den Vektor pAH09 ligiert. Der entstandene Vektor pAH40 wurde in den A. nidulans-
Stamm SRF200 transformiert (SAH49). rib5 wurde mit den Primern KpnI_Rib5_fwd und Rib5_PacI_re 
mittels PCR aus genomischer DNA amplifiziert. Das PCR-Produkt und der Vektor pAH09 wurden mit 
den Enzymen KpnI und PacI verdaut und ligiert. Das daraus entstandene Plasmid pAH43 wurde in A. 
nidulans SRF200 transformiert und es entstand SAH40. Für eine zusätzliche C-terminale Fusion mit 
dem CAAX-Motiv wurde rib5 mit den Primern KpnI_Rib5_fwd und PacI_Rib5_CAAX_r aus 
genomischer DNA mittels PCR amplifiziert, mit den Enzymen KpnI und PacI verdaut und in den Vektor 
pAH09 ligiert. Der entstandene Vektor pAH44 wurde in den A. nidulans-Stamm SRF200 transformiert 
(SAH52). 
Um die Produktion von FFR bei Kombinationen verschiedener überexprimierter Gene zu ermitteln 
und den Einfluss einer Lokalisation an der Membran auch in dieser Situation zu bestimmen, wurden 
mehrere Ko-Transformationen in A. nidulans durchgeführt. Nicht nur die schon beschriebenen 
Stämme SAH53 und SAH56, sonder auch Transformationen von pAH39 mit pAH43 in A. nidulans 
SRF200 ergaben SAH43 und pAH40 mit pAH44 in SRF200 ergaben SAH51. 
Riboflavin-Assay 
Riboflavin-Produktionsmedium (RPM) wurde nach folgendem Rezept hergestellt. „Corn steep solids“, 
20 g/L; Salzstammlösung (20-fach), 50 mL; Saccharose, 40 g/L; Glukose oder Threonin, 20 g/L; Glyzin, 
4 g/L; Asparagin, Uracil und Uridin je 1 g/L; Tween80, 1 mL; Vitamine (1000-fach) ohne Riboflavin, 0,5 
mL; Spurenelemente (1000-fach), 0,5 mL wurden in 500 mL destilliertem Wasser gelöst. Der pH 
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wurde mit NaOH auf 6,5 eingestellt und das Medium autoklaviert. Danach wurden steriles Pyridoxin 
(1000x, 0,1 g/100 mL H2O) und Arginin (100x, 1,2 g/ 100 mL H2O) hinzugegeben. 
4 x 106 Sporen jedes Stammes wurden in 50 mL RPM (100 mL Kolben) bei 28°C und 200 rpm für 5 
Tage inkubiert. Nach der Inkubation wurde das Myzel durch Filtration mit Miracloth geerntet und bei 
Raumtemperatur 48 Stunden getrocknet. Ein immer gleicher Teil des Myzels (1 g Nassgewicht) 
wurden mit flüssigem Stickstoff gemörsert und die immer gleiche Menge Myzel in 1 mL Puffer (100 
mM Kaliumphosphatpuffer; 50 mM NaCl) aufgenommen. Nach kurzer Inkubation auf Eis wurden die 
Proben zwei Mal 10 Minuten bei 13.000 rpm zentrifugiert. Der Überstand wurde jeweils 
abgenommen, durch einen 1 µm Filter gefiltert und für die endgültige Analyse gelagert. Der 
Überstand nach der anfänglichen Filtration wurde 10 Minuten bei 2340 xg zentrifugiert und durch 
einen 1 µm Filter gefiltert. Proben wurden in dunkle Eppendorfgefäße abgefüllt und bei 4 °C dunkel 
gelagert bis sie per HPLC gemessen wurden. Generell wurde der kürzest mögliche Zeitraum bis zur 
Messung durch HPLC gewählt. 
HPLC-Messung 
Die HPLC-Messungen (Hochleistungsflüssigkeitschromatographie; englisch "high performance liquid 
chromatography") der Proben des Riboflavin-Assays wurden mit einem Gerät von Knauer "Smartline" 
durchgeführt bei 25°C. Die Trennung erfolgte mit einer Phenomenex Luna 5u C18 Säule (250 x 4,6 
mm). Detektiert wurden die Proben mit einem RF-20A Fluoreszenzdetektor der Firma Shimadzu 
(USA). Mobile Phase A bestand aus 20 mM Ammoniumformiat (pH 3,7; 1,26 g/L; LP) und mobile 
Phase B aus 100% Methanol. Pro Durchgang wurden 20 µL Probe eingespritzt. Zuerst wurde ein 
Gradient von 80% auf 60% LP in vier Minuten gefahren. Danach wurde das Mischverhältnis für zwei 
Minuten nicht verändert (isokrater Lauf). Dann wurde ein Gradient von 60% LP zurück auf 80% 
innerhalb von zwei Minuten gefahren und danach isokrat bis der Lauf bei insgesamt 15 Minuten 
gestoppt wurde. Die Extinktionswellenlänge für FAD, FMN und Riboflavin liegt bei 445 nm (Angaben 
Hochschule Mannheim). Detektiert wurden die Messungen bei einer Emissionswellenlänge von 525 
nm. Die Fläche der "Peaks" wurde mit der Software "ChromStar 7" der Firma SCPA ermittelt und für 
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Enzymassay für Riboflavin-Synthase (Rib5) 
Für die Proteinextraktion wurden die Stämme wie für die HPLC-Analyse inkubiert und die Proteine 
wie die Myzelproben für die HPLC-Analyse präpariert.  
4 x 106 Sporen jedes Stammes wurden in 50 mL RPM (100 mL Kolben) bei 28°C und 200 rpm für 5 
Tage inkubiert. Nach der Inkubation wurde das Myzel durch Filtration mit Miracloth geerntet und bei 
Raumtemperatur 48 Stunden getrocknet. Ein immer gleicher Teil des Myzels (1 g Nassgewicht) 
wurden mit flüssigem Stickstoff gemörsert und die immer gleiche Menge Myzel in 1 mL Puffer (100 
mM Kaliumphosphatpuffer; 50 mM NaCl; 3 mM Benzamidin) gegeben. Nach kurzer Inkubation auf Eis 
wurden die Proben zwei Mal 10 Minuten bei 13.000 rpm zentrifugiert. Der Überstand wurde jeweils 
abgenommen. Danach wurde die Proteinkonzentration nach Bradford bestimmt (Bradford, 1976). Es 
wurden dafür das Roti®-Quant Reagenz von Roth (Karlsruhe) und Acryl-Küvetten (Sarstedt, Nürnberg) 
verwendet. Diese Messung basiert auf dem Coomassie® Brilliant Blue G-250 Farbstoff. 200μl Roti®-
Quant Reagenz wurden zu den Proben (1 μl Proteinprobe / 800 μl ddH2O) gegeben und gut 
durchmischt. Nach 5 Minuten wurde die Absorption mit einem Photometer (Pharmacia LKB, 
UltraspecIII) bei 595nm gemessen. Die Standardkurve wurde mit BSA erstellt. Daraus ergab sich der 
Faktor 23,4. Dieser, multipliziert mit der OD595 von 1 µL Probe, ergab die Proteinkonzentration in 
mg/mL.  
Die Riboflavin-Synthase katalysiert die Dismutation von zwei DMRL Molekülen zu Riboflavin. Die 
Umsetzung kann spektrophotometrisch verfolgt werden. Die Methode wurde modifiziert nach 
(Bacher et al., 1997). Die Reaktion beinhaltet 40 µL DMRL (6,7-dimethyl-8-ribityllumazin, 15 mM); 20 
µL EDTA (0,5 M); 20 µL β-Merkaptoethanol (375 mM); 0,6 mg/mL Protein; aufgefüllt auf 1 mL mit 
Wasser. Die Reaktion wurde mit der Zugabe der Proteine gestartet. Die gesamte Messung lief 40 min 
bei OD470 und bei einer Temperatur von 37°C. 
Zur Berechnung wurde folgende Formel angewandt: 
           
  
 
   
     
    
       
   
   
     
 
           
    
    








  ist dabei der Extinktionskoeffizient von Riboflavin, der für eine OD von 470 bekannt ist. Er beträgt 
9100 
 
    
. Die OD errechnet sich aus der Differenz nach 40 min und der Start-OD. 1 mL war das 
Probenvolumen und die Küvette war 1 cm dick. Das x steht für das eingesetzte Volumen an Protein 
um 0,6 mg/mL Protein zu erreichen. Durch diese Formel ließ sich also errechnen wie viele Einheiten 
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Die Produktion von FFR wurde in dieser Arbeit als Gesamtproduktion (Addition aus intrazellulärer 
und extrazellulärer Produktion) dargestellt. Die getrennten Ansichten sind hier aufgeführt. 
 
Abbildung 36: Darstellung der (A) intrazellulären und (B) extrazellulären Produktion von FFR. Diese wurde mittels HPLC 
ermittelt. Nach der Messung wurden die Flächen der Peaks in die jeweilige Standardkurve für FMN, FAD und Riboflavin 
eingesetzt und das Trockengewicht mit eingerechnet (µM/g Trockengewicht). Durch die Berücksichtigung der molaren 
Masse konnte die Menge pro Liter in Abhängigkeit des Trockengewichtes des Myzels ermittelt werden (mg/L). Die 
Bezeichnung 1 und 2 stellt jeweils zwei biologische Replikate des Stammes dar. Jeder Balken stellt eine Addition der 
Konzentrationen von FMN, FAD und Riboflavin (FFR) dar. Gezeigt sind alle in Teil II verwendeten Stämme. Zu beachten ist 



























































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































FAD  FMN RF 
A 
B 
